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Des variations importantes du surenroulement de l’ADN peuvent être générées durant la 
phase d’élongation de la transcription selon le modèle du « twin supercoiled domain ». Selon 
ce modèle, le déplacement du complexe de transcription génère du surenroulement positif à 
l’avant, et du surenroulement négatif à l’arrière de l’ARN polymérase. Le rôle essentiel de la 
topoisomérase I chez Escherichia coli est de prévenir l’accumulation de ce surenroulement 
négatif générée durant la transcription. En absence de topoisomérase I, l’accumulation de ce 
surenroulement négatif favorise la formation de R-loops qui ont pour conséquence d’inhiber 
la croissance bactérienne. Les R-loops sont des hybrides ARN-ADN qui se forment entre 
l’ARN nouvellement synthétisé et le simple brin d’ADN complémentaire. Dans les cellules 
déficientes en topoisomérase I, des mutations compensatoires s’accumulent dans les gènes qui 
codent pour la gyrase, réduisant le niveau de surenroulement négatif du chromosome et 
favorisant la croissance. Une des ces mutations est une gyrase thermosensible qui s’exprime à 
37 °C. La RNase HI, une enzyme qui dégrade la partie ARN d’un R-loop, peut aussi restaurer 
la croissance en absence de topoisomérase I lorsqu’elle est produite en très grande quantité 
par rapport à sa concentration physiologique. En présence de topoisomérase I, des R-loops 
peuvent aussi se former lorsque la RNase HI est inactive. Dans ces souches mutantes, les R-
loops induisent la réponse SOS et la réplication constitutive de l’ADN (cSDR).   
 
Dans notre étude, nous montrons comment les R-loops formés en absence de topoisomérase I 
ou RNase HI peuvent affecter négativement la croissance des cellules. Lorsque la 
topoisomérase I est inactivée, l’accumulation d’hypersurenroulement négatif conduit à la 
formation de nombreux R-loops, ce qui déclenche la dégradation de l’ARN synthétisé. Issus 
de la dégradation de l’ARNm de pleine longueur, des ARNm incomplets et traductibles 
s’accumulent et causent l’inhibition de la synthèse protéique et de la croissance. Le processus 
par lequel l’ARN est dégradé n’est pas encore complètement élucidé, mais nos résultats 
soutiennent fortement que la RNase HI présente en concentration physiologique est 
responsable de ce phénotype. Chose importante, la RNase E qui est l’endoribonuclease 
majeure de la cellule n’est pas impliquée dans ce processus, et la dégradation de l’ARN 
survient avant son action. Nous montrons aussi qu’une corrélation parfaite existe entre la 
concentration de RNase HI, l’accumulation d’hypersurenroulement négatif et l’inhibition de 
la croissance bactérienne. Lorsque la RNase HI est en excès, l’accumulation de 
surenroulement négatif est inhibée et la croissance n’est pas affectée. L’inverse se produit 
  ii
Lorsque la RNase HI est en concentration physiologique. En limitant l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif, la surproduction de la RNase HI prévient alors la dégradation 
de l’ARN et permet la croissance.  
 
Quand la RNase HI est inactivée en présence de topoisomérase I, les R-loops réduisent le 
niveau d’expression de nombreux gènes, incluant des gènes de résistance aux stress comme 
rpoH et grpE. Cette inhibition de l’expression génique n’est pas accompagnée de la 
dégradation de l’ARN contrairement à ce qui se produit en absence de topoisomérase I. Dans 
le mutant déficient en RNase HI, la diminution de l’expression génique réduit la concentration 
cellulaire de différentes protéines, ce qui altère négativement le taux de croissance et affecte 
dramatiquement la survie des cellules exposées aux stress de hautes températures et oxydatifs. 
Une inactivation de RecA, le facteur essentiel qui déclenche la réponse SOS et le cSDR, ne 
restaure pas l’expression génique. Ceci démontre que la réponse SOS et le cSDR ne sont pas 
impliqués dans l’inhibition de l’expression génique en absence de RNase HI.  
 
La croissance bactérienne qui est inhibée en absence de topoisomérase I, reprend lorsque 
l’excès de surenroulement négatif est éliminé. En absence de RNase HI et de topoisomérase I, 
le surenroulement négatif est très relaxé. Il semble que la réponse cellulaire suite à la 
formation de R-loops, soit la relaxation du surenroulement négatif. Selon le même principe, 
des mutations compensatoires dans la gyrase apparaissent en absence de topoisomérase I et 
réduisent l’accumulation de surenroulement négatif. Ceci supporte fortement l’idée que le 
surenroulement négatif joue un rôle primordial dans la formation de R-loop. La régulation du 
surenroulement négatif de l’ADN est donc une tâche essentielle pour la cellule. Elle favorise 
notamment l’expression génique optimale durant la croissance et l’exposition aux stress, en 
limitant la formation de R-loops. La topoisomérase I et la RNase HI jouent un rôle important 
et complémentaire dans ce processus. 
 
Mots Clés : Surenroulement de l’ADN, Hypersurenroulement négatif,  









Important fluctuations of DNA supercoiling occur during transcription in the frame of the 
“twin supercoiled domain” model. In this model, transcription elongation generates negative 
and positive supercoiling respectively, upstream and downstream of the moving RNA 
polymerase. The major role of bacterial topoisomerase I is to prevent the accumulation of 
transcription-induced negative supercoiling. In its absence, the accumulation of negative 
supercoiling triggers R-loop formation which inhibits bacterial growth. R-loops are 
DNA/RNA hybrids formed during transcription when the nascent RNA hybridizes with the 
template strand thus, leaving the non-template strand single stranded. In cells lacking DNA 
topoisomerase I, a constant and selective pressure for the acquisition of compensatory 
mutations in gyrase genes reduces the negative supercoiling level of the chromosome and 
allows growth. One of these mutations is a thermosensitive gyrase expressed at 37 °C. The 
overexpression of RNase HI, an enzyme that degrades the RNA moiety of an R-loop, is also 
able to correct growth inhibition in absence of topoisomerase I. In the presence of 
topoisomerase I, R-loops can also form when RNase HI is lacking. In these mutants, R-loop 
formation induces SOS and constitutive stable DNA replication (cSDR). 
 
In our study, we show how R-loops formed in cells lacking topoisomerase I or RNase HI can 
affect bacterial growth. When topoisomerase I is inactivated, the accumulation of 
hypernegative supercoiling inhibits growth by causing extensive R-loop formation which, in 
turn, can lead to RNA degradation. As a result of RNA degradation, the accumulation of 
truncated and functional mRNA instead of full length ones, is responsible for protein 
synthesis inhibition that alters bacterial growth. The mechanism by which RNA is degraded is 
not completely clear but our results strongly suggest that RNase HI is involved in this process. 
More importantly, the major endoribonuclease, RNase E, is not involved in RNA degradation 
because RNA is degraded before its action. We show also that there is a perfect correlation 
between RNase HI concentration, the accumulation of hypernegative supercoiling and 
bacterial growth inhibition. When RNase HI is in excess, no accumulation of hypernegative 
supercoiling and growth inhibition are observed. The opposite is true when RNase HI is at its 
wild type level. By preventing the accumulation of hypernegative supercoiling, the 
overproduction of RNase HI inhibits extensive R-loop formation and RNA degradation, thus, 
allowing growth.   
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In absence of RNase HI (rnhA) and in presence of topoisomerase I, R-loops are also 
responsible for an inhibition in gene expression, including stress genes such as rpoH and 
grpE. The inhibition of gene expression is not related to RNA degradation as seen in absence 
of topoisomerase I but it is rather related to a reduction in gene expression. In absence of 
RNase HI, the diminution of genes expression is responsible for a reduction in the cellular 
level of proteins, which negatively affects bacterial growth and bacterial survival to heat 
shock and oxydative stress. Additional mutations in RecA, the protein that activates SOS and 
cSDR after R-loop formation in rnhA, do not correct this phenotype in rnhA. Thus, SOS and 
cSDR are not directly involved in the inhibition of gene expression in the absence of RNase 
HI.  
In absence of topoisomerase I, growth inhibition resumes when hypernegative supercoiling is 
reduced. When compared to wild type strains, DNA is very relaxed in absence of RNase HI 
and topoisomerase I. It seems that R-loop formation induces the relaxation of negatively 
supercoiled DNA. All this strongly supports the idea that negative supercoiling plays an 
important role in R-loop formation. Finally, our work shows how essential negative 
supercoiling regulation is for cell physiology. By preventing R-loop formation, regulation of 
negative supercoiling allows optimal gene expression, which is crucial for cellular growth and 
for stress survival. Both topoisomerase I and RNase HI play an important and complementary 
role in this process.      
Key Words : DNA supercoiling, Hypernegative supercoiling, bacterial Topoisomerase I, 
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1. Le surenroulement de l’ADN  
 
1.1 Définition 
Le surenroulement de l’ADN peut être défini comme étant une des conformations qu’adopte 
l’ADN dans l’espace. Lorsque la double hélice d’ADN s’enroule autour d’elle même, elle 
forme des supertours et devient surenroulée. L’ADN peut se trouver dans plusieurs états 
distincts : (1) l’état relaxé, lorsque la double hélice ne possède aucun surenroulement; (2) 
l’état de surenroulement positif, lorsque le surenroulement se fait dans le sens de la rotation 
de la double hélice; et (3) l’état de surenroulement négatif, lorsque le surenroulement de 
l’ADN se fait dans le sens opposé par rapport à la rotation de la double hélice (figure 1 A et 
B). Chez la plupart des organismes vivants, l’ADN est dans un état surenroulé négatif, ce qui 
permet de condenser l’ADN et de faciliter l’ouverture des brins. Dans l’ensemble du texte qui 
suit, le terme ADN fait référence à l’ADN double brin. 
 
1.2 Dynamique du surenroulement 
 
L’ADN de forme circulaire se retrouve chez les bactéries et chez certains virus (Fiers et 
Sinsheimer, 1962; Weil et Vinograd, 1963). Cet ADN est souvent double brin, c'est-à-dire 
qu’il est composé de deux chaînes nucléotidiques antiparallèles. Chez les eucaryotes, 
l’enroulement de l’ADN autour de protéines histones et son organisation en domaines, 
contribuent à circulariser l’ADN dans ces organismes (section 3). La circularité de l’ADN 
peut être alors considérée comme un fait universel et un attribut essentiel d’un ADN actif. 
Cette circularité de l’ADN lui impose des contraintes particulières qui sont décrites dans 
l’équation de Vinogard et Lebowitz : Lk = Tw + Wr (Vinograd et Lebowitz, 1966).  Dans 
cette équation, le Lk représente le nombre de fois que les deux brins d’ADN se croisent et 
correspond à une constante. Le Tw (Twist) désigne la torsion d’un brin d’ADN autour de 
l’autre et est directement lié au pas de l’hélice, et le Wr (Writhe) constitue l’enroulement de la 
double hélice autour d’elle même, c’est-à-dire le surenroulement. D’après l’équation de 
Vinogard et Lebowitz, le degré de torsion de l’hélice et sa rotation autour d’elle-même 
influencent le nombre de fois que les deux brins d’ADN se croisent. L’ADN circulaire étant 
formé de deux brins d’ADN antiparallèles (Watson et Crick, 1953) liées entre eux de façon 
covalente, le nombre de fois que les deux brins se croisent (Lk) est donc une constante. Si par 
contre, un des deux brins d’ADN subit une coupure alors que l’autre reste circulaire, le 
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nombre de Lk pourrait alors changer. Puisque le Lk est fixe, ceci implique qu’un changement 
dans la torsion des hélices (Tw) affecte le Wr, de même qu’un changement dans le Wr ou le 
surenroulement affecte le Tw. En d’autres termes, l’ADN étant flexible, toute tension 
introduite dans celui-ci est capable de diffuser et de modifier sa structure selon l’équation    
Lk = Tw + Wr (figure 2).  
  
Contrairement à un ADN circulaire qui n’a pas d’extrémités libres, des tensions introduites 
dans un ADN linéaire peuvent être éliminées par une simple rotation des extrémités libres. En 
effet, un changement dans le nombre du Tw fait varier l’angle de rotation des nucléotides les 
uns par rapport aux autres et donc le pas de la double hélice. Cela se traduit tout naturellement 
par une rotation de l’ADN autour de lui-même, ainsi que par l’introduction de 
surenroulement. Inversement, un changement dans le Wr déclenche automatiquement une 
modification de la valeur du pas de l’hélice afin de conserver le nombre total de Lk constant 
(Benham et Mielke, 2005). Des coupures dans les brins d’ADN créeraient des extrémités 
libres, ce qui permettrait alors de modifier le nombre de Lk avant de circulariser à nouveau 
l’ADN. Ceci à pour conséquence l’introduction de tension dans l’ADN qui engendre du 
surenroulement (figure 2). Cette tâche est spécifique aux topoisomérases qui sont les seules 
enzymes de la cellule capables de changer le nombre de Lk en modifiant le surenroulement de 
l’ADN. Ainsi, selon l’équation Lk = Tw + Wr, un changement du Wr de -2 par les 
topoisomérases conduirait à une diminution du Lk de -2. Autrement dit, une introduction du 
surenroulement négatif dans l’ADN diminuerait le nombre de fois que les brins se croisent, ce 
qui favoriserait l’ouverture ou la séparation des brins d’ADN. 
 
2. Les topoisomérases 
  
Les topoisomérases sont des enzymes capables de changer le surenroulement d’un ADN 
double brin en catalysant le passage d’un brin d’ADN à travers l’autre, ou de deux brins 
d’ADN à travers l’un et l’autre (Champoux, 2001; Wang, 1985). Les topoisomérases ont un 
rôle essentiel dans la réplication (Postow et al., 2001), la transcription (Wu et al., 1988), la 
recombinaison (Spell et Holm, 1994), le compactage de l’ADN et dans la ségrégation des 
chromosomes (Alexandrov et al., 1999). On distingue deux types de topoisomérases, les 
topoisomérases I (IA et IB) et les topoisomérases II (IIA et IIB). Chez Escherichia coli, 
quatre topoisomérases ont été découvertes : la topoisomérase I et III de type IA, la gyrase et la 
topoisomérase IV appartenant au type IIA. 
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A 
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Figure 1 : Les différents états de surenroulement de l’ADN. (A) Photographie de 
plasmides observés par microscopie. En (a) l’ADN est surenroulé et en (b) l’ADN est relaxé. 
Sinden, 1994. (B) Schéma représentant l’ADN double brin dans un état (a) relaxé, (b) 
surenroulé positivement et (c) surenroulé négativement. Les flèches représentent le sens de 
rotation des brins d’ADN. La flèche pleine passant au-dessus de la flèche en pointillé, indique 
le sens du surenroulement. Lorsque les brins d’ADN se croisent dans le sens allant de la 
droite vers la gauche (b), l’ADN est surenroulé positivement. Inversement pour l’ADN 
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Figure 2: Relation entre la torsion (Twist) et le surenroulement (Writhe) de l’ADN. (A) 
Dans cet exemple, la double hélice d’ADN tourne de la droite vers la gauche, ce qui 
correspond à un ADN dit de type B. La rotation de l’ADN de 360 ° dans le sens négatif (de 
gauche vers la droite) introduit une torsion dans l’ADN qui se traduit par l’introduction d’un 
supertour négatif. (B) La rotation de l’ADN de 360° dans le sens positif (de droite à gauche) 
introduit une torsion dans l’ADN qui se traduit par l’introduction d’un supertour positif. (C, 
D) Deux formes possibles que peut prendre l’ADN surenroulé négativement. (C), forme 
Solénoide ou toroïdale de l’ADN qui s’enroule autour d’un axe circulaire. (D), forme 
plectonémique de l’ADN qui s’enroule sur lui-même autour de son axe central. Cozzarelli et 
Wang, 1990. 
  5
2.1 Les topoisomérases de types IA 
 
Les topoisomérases de type IA ont la particularité de couper un des deux brins d’ADN tout en 
restant attachées à une extrémité du brin coupé (Wang, 1996; Champoux, 2001; Champoux 
2002). Ces enzymes établissent une liaison phosphodiester entre la tyrosine de leur site actif 
et l’extrémité en 5’ phosphate de l’ADN, laissant l’extrémité 3’ OH du brin coupé libre. Les 
topoisomérases de type IB font l’inverse, c'est-à-dire qu’elles établissent une liaison 
phosphodiester en 3’ OH de l’ADN, laissant libre l’extrémité 5’ phosphate. Les 
topoisomérases de types IA font le passage du brin d’ADN intact à travers la coupure créée 
sur l’autre brin, contrairement aux types IB qui font une rotation du brin coupé autour du brin 
intact. À l’exception de la reverse gyrase, dont la partie topoisomérase est fusionnée à une 
hélicase, et de la topoisomérase V dont la partie topoisomérase est fusionnée à une protéine de 
réparation de l’ADN, toutes les topoisomérases de type IA sont monomériques et ne 
requièrent pas de molécules d’ATP pour leur activité. Par contre, toutes les topoisomérases de 
type IA ont besoin de la présence du co-facteur Mg2+ pour leur activité (Viard et de la Tour, 
2006).   
 
Les topoisomérases de type IA reconnaissent une région d’ADN simple brin proche d’une 
région d’ADN double brin (Kirkegaard and Wang, 1985), une structure conséquente de la 
présence de surenroulement négatif (section 1.2). Ainsi, les topoisomérases de type IA ont la 
particularité de relaxer le surenroulement négatif plutôt que le surenroulement positif. Ces 
protéines possèdent également la capacité de former ou de défaire des nœuds dans l’ADN, de 
caténer ou de décaténer des duplexes d’ADN (Brown et Cozzarelli, 1981). L’élimination et la 
formation de nœuds ont lieu lorsque la coupure et le passage des brins d’ADN se font à 
l’intérieur de la même molécule, alors que la caténation et la décaténation ont lieu lorsque le 
même événement arrive entre deux molécules d’ADN différentes (Forterre et al., 2007; figure 
3). 
 
2.1.1 La topoisomérase I bactérienne  
 
Codée par le gène topA (Wang, 1971; Trucksis et Depew, 1981), la topoisomérase I  a une 
structure en pince de crabe, au centre de laquelle se trouve une ouverture chargée  
positivement pouvant accommoder les deux brins d’ADN (Champoux, 2001, figure 4). Dans 
cette ouverture se trouve une tyrosine dont l’oxygène est capable de former une liaison 
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covalente avec un phosphate de l’ADN, et de cliver ce phosphate en position 5’. En tenant 
chaque côté du brin coupé, l’enzyme fait passer le brin intact à travers la coupure et relie 
ensuite les deux bouts du brin coupé. Le résultat de cette manœuvre est l’élimination d’un 
tour négatif suivi tout naturellement par un changement de nombre du Lk de +1 (Wang, 1996; 
Champoux, 2001, figure 5).  
En collaboration avec la gyrase, la topoisomérase I régule le niveau de surenroulement de 
l’ADN et le maintient autour d’une moyenne favorable à la croissance bactérienne (Drlica, 
1992, section 2.3). Dans des cellules déficientes en topoisomérase I, la croissance est inhibée 
(Drolet et al., 1995) et l’ADN de la cellule est excessivement surenroulé négativement (Pruss 
et al., 1982; Massé et Drolet, 1999a). Pour diminuer cette accumulation du surenroulement 
négatif, ces cellules ont tendance à accumuler des mutations compensatoires dans les sous-
unités GyrA ou GyrB de la gyrase, rendant cette enzyme moins efficace pour introduire du 
surenroulement négatif (DiNardo et al., 1982; Pruss et al.; 1982; Hammond et al.; 1991). 
Dans des cellules déficientes en topoisomérase I, on observe également la présence d’ADN 
plasmidique hypersurenroulé négativement directement lié à la formation d’hybrides 
ARN/ADN ou R-loops (Drolet et al., 1994). L’hypersurenroulement négatif est une forme 
d’ADN excessivement surenroulée négativement de telle sorte que des intercalateurs d’ADN 
n’ont plus d’effet sur sa résolution à travers un gel d’agarose. En absence de topoisomérase I, 
la surproduction de la RNase HI, une enzyme qui dégrade l’ARN d’un R-loop, est capable 
d’éliminer cet hypersurenroulement négatif et de rétablir la croissance (Massé et Drolet, 
1999a; Drolet et al., 1995). Le rôle majeur de la topoisomérase I est donc de prévenir la 
formation de R-loops en relaxant le surenroulement négatif (Massé et Drolet, 1999). Ce lien 
entre la formation de R-loop et la topoisomérase I est appuyé par le fait qu’une délétion de la 
RNase HI est létale pour mutant déficient en topoisomérase I (Drolet et al.; 1995).  
La topoisomérase I est souvent localisée au niveau de gènes fortement transcrits (Drolet et al., 
1994), et elle interagit avec la partie C-terminale de l’ARN polymérase d’E. coli (Cheng et 
al.; 2003a). Comme telle, elle pourrait être considérée comme un facteur important de la 
transcription. Il semble que l’interaction physique entre l’ARN polymérase et la 
topoisomérase I permet la localisation de cette dernière au niveau des gènes transcrits.  
La topoisomérase I est également impliquée dans l’adaptation des bactéries aux stress. Des 
délétions dans les promoteurs du gène topA ou l’inactivation de la topoisomérase I rendent les 
cellules sensibles aux stress de hautes températures et oxydatifs (Qi et al., 1996; Qi et al., 
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1999; Tse-Dinh, 2000). La transcription du gène topA est régulée à partir de quatre 
promoteurs. Son niveau cellulaire est maintenu constant peu importe les phases et les 
conditions du milieu de croissance (Rui et Tse-Dinh, 2003, figure 6). Parmi les quatre 
promoteurs identifiés pour le gène topA, les promoteurs P2 et P4 sont reconnus par le facteur 
sigma 70 et permettent l’expression de topA durant la phase de croissance exponentielle, le 
promoteur Px1 est reconnu par le facteur sigma S et favorise l’expression de topA durant la 
phase stationnaire et durant divers stress (Qi et al; 1997), et le promoteur P1 est reconnu par 
le facteur sigma 32 qui facilite l’expression de topA pendant l’adaptation aux stress de hautes 
températures (Lesley et al.; 1990). Le rôle de la topoisomérase I durant les stress semble être 
directement lié à l’inhibition de la formation de R-loops (Cheng et al.; 2003a). Lors d’un 
stress de haute température ou oxydatif, l’expression des gènes de resistance est inhibée en 
absence de topoisomérase I, et la survie de ces cellules est négativement affectée. La 
surproduction de la RNase HI corrige les défauts d’expression de ces gènes de résistance et 
améliore la survie de ces cellules (Cheng et al.; 2003b).  
  
2.1.2 La topoisomérase III 
 
La topoisomérase III est codée par le gène topB (Digate et Marians, 1988; Digate et Marians, 
1989) et possède une structure homologue à celle de la topoisomérase I (Wang, 1996; 
Champoux, 2001, figure 4). In vitro, la topoisomérase III ne relaxe pas bien le surenroulement 
négatif, elle est surtout très efficace pour la décaténation des duplexes d’ADN (Digate et 
Marians, 1988). La différence majeure entre la topoisomérase I et la topoisomérase III est que 
cette dernière nécessite un ADN simple brin stable pour relaxer le surenroulement négatif. 
Ceci expliquerait pourquoi la topoisomérase III est très efficace pour relaxer le 
surenroulement négatif à haute température (Champoux, 2001). Avec l’aide de l’hélicase 
RecQ, la topoisomérase III est capable de caténer l’ADN double brin in vitro et de résoudre 
des précaténats in vitro et in vivo (Harmon  et al., 1999; Nurse et al.; 2003). Les données 
obtenues à partir d’expériences réalisées in vitro suggèrent un rôle important de la 
topoisomérase III dans la réplication. Pourtant, il en est tout autrement in vivo. En effet, la 
topoisomérase III est beaucoup moins efficace que le topoisomérase IV pour décaténer les 
duplexes ADN issues de la réplication. La perte de la topoisomérase III n’entraîne aucune 
accumulation de précaténanes dans les cellules, comparativement à l’absence de 








Figure 3 : Les différentes activités des topoisomérases de type I. (A) Relaxer le 
surenroulement dans l’ADN. (B) Faire ou défaire des nœuds. (C) Formation de duplexes 
d’ADN à partir de deux ADN simple brin complémentaires. (D) Caténation et décaténation de 










                
 
Figure 4 : Structure de la topoisomérases I et de la topoisosmérase III bactérienne. 
Champoux, 2001. 







Figure 5 : Mécanisme d’action de la topoisomérase I bactérienne. La topoisomérase I se 
lie à l’ADN, coupe un des brins d’ADN, fait passer le brin d’ADN intact à travers la coupure 
créée par l’autre brin puis relie le brin coupé. Cette gymnastique réalisée par la topoisomérase 












                           
 
Figure 6 : Séquence nucléotidique de la région promotrice du gène topA chez E. coli. On 
distingue les 5 promoteurs, Px1, P4, P3, P2 et P1 ainsi que la séquence ATG. En gras, les 
séquences de liaisons de la protéine Fis et IHF, le site d’initiation de la traduction (ATG). En 
différentes couleurs, les promoteurs P1, P2, P3, P4 et les séquences correspondantes de la 
même couleur. Les flèches indiquent le début de la transcription. Rui et Tse-Dinh, 2003; Tse-








Lorsqu’elle est surproduite in vivo, la topoisomérase III peut complémenter l’absence de 
topoisomérase I (Broccoli et al., 2000) ou encore se substituer à la topoisomérase IV (Nurse 
et al., 2003; Hiasa et Marians, 1994a). 
 
L’association de la topoisomérase III avec l’hélicase RecQ suggère que cette enzyme est 
impliquée dans la recombinaison et dans la stabilité du génome (Oakley et Hickson, 2002). Il 
semblerait que lors de la recombinaison, l’hélicase RecQ produit des substrats qui requièrent 
l’action de la topoisomérase III. La topoisomérase III prévient l’accumulation 
d’intermédiaires de recombinaisons qui peuvent être dommageables pour les cellules 
(Harmon et al., 1999). Une étude génétique montre que la topoisomérase III est requise pour 
la ségrégation des chromosomes après la recombinaison homologue (Zhu et al., 2001). La 
topoisomérase III serait en effet capable de résoudre les intermédiaires de recombinaison suite 
à l’action de RecQ et de RecA, prévenant ainsi des réarrangements géniques par la voie de 
RuvABC (Lopez et al., 2005). Plusieurs autres évidences chez les eucaryotes démontrent 
aussi que la topoisomérase III joue un rôle important dans la recombinaison. Chez 
Sacharomyces cerevisiae, l’absence de topoisomérase III cause des aberrations 
chromosomiques et la délétion de TOP3α chez la souris écourte sa vie, la rend infertile et 
cause la mortalité de ses embryons (Wallis et al., 1989; Kwan et Wang, 2001; Kwan et al., 
2003; Li et Wang, 1998). Chez E. coli, une délétion de topoisomérase III engendre un taux 
élevé de recombinaison RecA dépendante (Schofield et al., 1992), mais les cellules sont 
viables et n’ont aucun défaut de croissance (Digate et Marians, 1989). Ceci pourrait 
s’expliquer par le fait que la topoisomérase I qui est présente dans ces cellules compenserait 
pour l’absence de topoisomérase III. Chez E. coli, une double délétion de topoisomérase I et 
III engendre un défaut de ségrégation des chromosomes ainsi que la filamentation des cellules 
(Zhu et al., 2001). Ce phénotype est corrigé par une délétion du gène recA démontrant le rôle 
de la topoisomérase III dans la recombinaison (Zhu et al., 2001).  
 
La surproduction de la topoisomérase III chez E. coli complémente l’absence de 
topoisomérase I suggérant qu’à cette concentration élevée, la topoisomérase III est susceptible 
d’éliminer un R-loop ou de relaxer le surenroulement négatif (Broccoli et al., 2000). Il semble 
que sa faible concentration cellulaire et son association avec la protéine RecQ déterminent 
tout deux son rôle dans la recombinaison. Lorsqu’elle est présente en plus grand nombre, la 
topoisomérase III pourrait alors intervenir dans la recombinaison, dans la régulation du 
surenroulement négatif et dans l’élimination des R-loops.  
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2.2 Les topoisomérases de type IIA 
 
Enzymes multimériques, les topoisomérases II coupent deux brins d’ADN à la fois et font le 
passage d’un ADN double-brin intact à proximité, à travers la coupure créée (Mizuuchi et al., 
1980; Wang, 2002; Champoux, 2001; figure 7). Comme c’est le cas pour les topoisomérases 
de type IA, ces enzymes établissent des liens phosphotyrosines en 5’ de l’ADN avant de 
couper les deux brins d’ADN. L’hydrolyse d’une molécule d’ATP permet un changement de 
conformation de l’enzyme et le passage de l’ADN intact avant qu’il n’y ait une ligation des 
extrémités coupées. La présence du cofacteur Mg2+ est requise pour l’activité de ces enzymes. 
Les topoisomérases II peuvent caténer ou décaténer l’ADN (Steck et Drlica, 1984; Bliska et 
Cozzarelli, 1987), créer ou enlever des nœuds dans l’ADN (Zechiedrich et al., 1997; 
Zechiedrich et Cozzarelli, 1995) et relaxer aussi bien le surenroulement positif que négatif 
(Wang, 1996, figure 7). Les topoisomérases II sont des enzymes essentielles pour la cellule. 
C’est pour cette raison qu’elles sont la cible de composés antibiotiques et anticancers. Les 
topoisomérases II sont divisées en deux groupes : les topoisomérases de type IIA et IIB. Les 
topoisomérases de type IIA sont des homodimères chez les eucaryotes et des hétérotétramères 
chez les bactéries, alors que les topoisomérases de type IIB sont multimériques chez tous les 
organismes qui en possèdent. Chez E. coli, les deux topoisomérases II sont de type IIA : la 
gyrase et la topoisomérase IV.  
 
2.2.1 La gyrase 
 
Cette enzyme est constituée des sous-unités GyrA et GyrB codées respectivement par les 
gènes gyrA et gyrB (Gellert et al., 1976). La sous-unité GyrA est responsable de la liaison à 
l’ADN, de la coupure et de la ligation, alors que la sous-unité GyrB est plutôt responsable de 
l’hydrolyse de l’ATP (Wang, 1996). Le ratio ATP/ADP qui reflète le niveau d’énergie 
disponible dans la cellule détermine l’activité de la gyrase. En présence d’un excès d’ATP, la 
gyrase introduit du surenroulement négatif et lorsqu’il manque de l’ATP, elle relaxe le 
surenroulement négatif. En présence d’ATP, le résultat de son action est donc l’introduction 
de deux supertours négatifs suivi du changement du nombre de Lk de -2 (Brown et Cozzarelli, 
1979, figure 8). Cette enzyme a pour substrat des régions d’ADN double brin de tours positifs 
et est la seule topoisomérase capable de surenrouler négativement un ADN circulaire. Le rôle 




Figure 7 : Les différentes activités des topoisomérase de type II. (A) Relaxer et introduire 
du surenroulement dans l’ADN. (B) Faire ou défaire des nœuds. (C) Caténer et décaténer 















Figure 8 : Mode d’action de la gyrase. En se liant à l’ADN, la gyrase stabilise un supertour 
positif, ce qui a pour conséquence la formation de supertours négatifs ailleurs sur l’ADN. 
L’ADN double brin enroulé autour de la gyrase est alors coupé. Tout en restant liée aux deux 
brins coupés, la gyrase fait le passage d’un autre segment d’ADN intact à travers l’ouverture 
crée par la coupure. Par la suite, la gyrase relie les brins coupés entre eux. Le résultat de cette 
manœuvre est l’introduction de deux supertours négatifs et le changement du Lk de -2 (ΔLk = 
-2). L’activité catalytique de la gyrase requiert l’hydrolyse d’une molécule d’ATP. Bates et 
Maxwell, 1993.  
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favorise la séparation des brins d’ADN et permet l’initiation de la réplication et de la 
transcription.  
 
Pendant la phase d’élongation de la réplication et de la transcription, la gyrase est requise car 
elle relaxe le surenroulement positif généré par la progression des complexes enzymatiques 
(Khodursky et al., 2000). La délétion d’une des sous-unités de la gyrase ou l’inhibition de 
l’activité de la gyrase est létale. Le chromosome devient en effet trop relaxé et les cellules 
sont non viables (Drlica et Snyder, 1978; Lockshon et Morris, 1983; Steck et al., 1984). C’est 
pour cela que la gyrase est la cible de nombreux antibiotiques dérivés des quinolones et des 
coumarines (Snyder et Drlica, 1979; Heddle et al., 2001). Les quinolones provoquent la mort 
cellulaire en causant la fragmentation du chromosome suite à l’inhibition de l’étape de 
ligation par la gyrase.    
 
2.2.2 La topoisomérase IV 
 
La topoisomérase IV est un hétérotétramere composé de deux unités Par-C et Par-E codées 
respectivement par les gènes parC et parE (Kato et al., 1992). Ces deux sous-unités sont 
homologues aux sous-unités GyrA et GyrB de la gyrase et sont donc sensibles aux mêmes 
inhibiteurs de la famille des coumarines et des quinolones (Peng et Marians, 1993). La grande 
différence entre la gyrase et la topoisomérase IV est que cette dernière ne peut introduire du 
surenrenroulement négatif car elle ne peut enrouler l’ADN autour de sa structure C-terminal 
(Kampranis et Maxwell, 1996; Hsieh et al., 2004).  
 
In vitro, la topoisomérase IV est capable de relaxer le surenroulement négatif et positif. Elle 
possède cependant une meilleure activité de relaxation du surenroulement positif (Crisona et 
al., 2000). In vivo, cette enzyme joue un rôle majeur dans la résolution des catémères et dans 
la ségrégation des chromosomes après la réplication (Zecheidrich et Cozzarelli, 1995; 
Ullsperger et Cozzarelli, 1996). En effet, la topoisomérase IV interagit avec la protéine 
membranaire FtsK (Espeli et al., 2003) et les séquences dif sur le chromosome (Barre et al., 
2001; Aussel et al., 2002), tous deux intervenant avec XerC et XerD dans la résolution des 
dimères issues de la réplication (Lesterlin et al., 2004). Durant la réplication, elle est surtout 
impliquée dans le dénouement des précaténanes mais elle peut aussi aider la gyrase à relaxer 
les supertours positifs (Khodursky et al., 2000; Adams et al., 1992; Espeli et Marians, 2004). 
Un précaténane est un supertour positif qui se forme dans la région d’ADN répliquée et qui 
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ressemble à un caténane. Il peut se former par diffusion vers l’arrière des tensions positives 
accumulées en avant de l’ADN polymérase en déplacement. Il semble que la concentration 
cellulaire de la topoisomérase IV ainsi que son interaction avec FtsK et les séquences dif 
influencent grandement son rôle dans la ségrégation des chromosomes (Espeli et al., 2003).  
 
2.3 La régulation du surenroulement de l’ADN  
 
Grâce à une régulation homéostatique effectuée par l’activité antagoniste de la gyrase et de la 
topoisomérase I, le niveau de surenroulement de l’ADN est maintenu autour d’une valeur 
moyenne favorable à la croissance (Drlica, 1992, Menzel et Gellert, 1983, figure 9). Dans une 
moindre mesure, la topoisomérase IV participe aussi à cette régulation (Zechiedrich et al., 
2000). Le rôle principal de la gyrase est d’introduire du surenroulement négatif (Cozzarelli, 
1980), alors que le rôle critique de la topoisomérase I est d’empêcher que ce surenroulement 
négatif n’atteigne un niveau inapproprié (Drlica, 1990). Des évidences génétiques soutiennent 
ce principe. Premièrement, l’inactivation du gène topA engendre des mutations 
compensatoires dans les gènes gyrB ou gyrA qui diminuent la capacité de la gyrase à 
introduire du surenroulement négatif (Pruss et al., 1982; Hammond et al., 1991); et, 
deuxièmement, la duplication des locis parC et de parE sur le chromosome induit une 
surproduction de la topoisomérase IV qui complémente l’absence de la topoisomérase I (Kato 
et al., 1990).  
 
Le niveau de surenroulement peut varier entre les différentes phases de croissance et selon les 
conditions du milieu (Balke et Gralla, 1987). Parmi les éléments qui interviennent dans ces 
changements, il faut mentionner l’activité métabolique de la cellule représentée par le ratio 
ATP/ADP (Hsieh et al., 1991), le taux de réplication et de transcription, ainsi que l’effet de 
facteurs physico-chimiques sur la topologie de l’ADN. Les fluctuations du surenroulement de 
l’ADN qui surviennent change le niveau de surenroulement et créent des substrats pour la 
topoisomérases I et la gyrase. Le changement du surenroulement dans l’ADN influence 
l’expression génique et l’abondance cellulaire de ces deux topoisomérases. Les promoteurs 
des gènes gyrA et gyrB sont effectivement activés lorsque le surenroulement négatif de 
l’ADN est relaxé (Menzel et Gellert, 1987), et ceux du gène topA sont stimulés lorsque 
l’ADN est surenroulé négativement (Tse-Dinh et Beran, 1988). L’activité métabolique 
représentée par la concentration cellulaire d’ATP influence directement l’activité de la gyrase 













Figure 9 : La régulation du surenroulement de l’ADN par les activités antagonistes de la 
gyrase et la topoisomérase I. Chez E. coli, la gyrase introduit du surenroulement négatif en 
consommant une molécule d’ATP et la topoisomérase I relaxe ce surenroulement négatif. 










niveau de surenroulement de l’ADN. Les changements dans les conditions de croissance 
influencent le niveau de surenroulement via l’action de la topoisomérase I. En effet, l’activité 
des promoteurs du gène topA est régulée par différents facteurs sigma exprimés 
spécifiquement selon les différentes conditions de croissance (Rui et Tse-Dinh, 2003).      
Chez les bactéries, 50 % de l’ADN est sous forme contrainte à cause de son association à des 
protéines. Chez ces organismes, le surenroulement présent dans cet ADN sous forme 
contrainte est donc influencé par les niveaux et la distribution cellulaire de ces différentes 
protéines (section 3).  
 
3. Organisation de l’ADN chez les procaryotes 
  
L’ADN de tous les organismes vivants est sous une forme compacte (Thanbichler et al., 
2005), ce qui permet son inclusion dans la cellule ainsi que sa partition entre deux cellules 
filles après réplication (Holmes et Cozzarelli, 2000; Sawitzke et Austin, 2000). L’ADN 
chromosomique est compacté par le surenroulement ce qui consiste à enrouler la double 
hélice autour d’elle-même (section 1). Chez les eucaryotes, l’ADN s’enroule autour de 
protéines histones alors que chez les procaryotes, une partie de cet ADN surenroulé est 
associée à diverses protéines alors que l’autre partie est libre (Bliska et Cozzarelli, 1987, 
section qui suit).  
 
L’ADN surenroulé et associé à des protéines est dit « contraint » car ces protéines empêchent 
la libre diffusion du surenroulement. Les premières images du chromosome bactérien 
obtenues par microscopie électronique nous montrent un ADN en forme de rosette, c'est-à-
dire des boucles d’ADN rattachées à une structure centrale (Kavenoff et Bowen, 1976; figure 
10). Créées par le surenroulement, ces boucles d’ADN appelées domaines sont en fait des 
unités topologiques indépendantes les unes des autres (Worcel et Burgi, 1972; Sinden et 
Pettijohn, 1981). Des barrières physiques qui existent à la base de ces domaines empêchent la 
diffusion du surenroulement car le bris d’une liaison phosphodiester à l’intérieur d’un 
domaine ne relaxe pas les domaines adjacents (Delius et Worcel, 1974). Les travaux les plus 
récents montrent que ces domaines ont une taille moyenne de 10 kb et qu’ils peuvent être 
aussi nombreux que quatre cents. Ils sont également distribués de façon stochastique chez E. 





                  
 
 
Figure 10 : L’organisation de l’ADN chromosomique en domaines. (A) Photographie du 
chromosome d’E.coli observé au microscope et montrant l’organisation de l’ADN en 
domaines de surenroulement. Kavenoff et Bowen, 1976. (B) Illustration des domaines et de 
leurs barrières. Dans les domaines, l’ADN surenroulé peut être sous une forme 
plectonémique, toroidale ou pliée. L’activité transcriptionelle introduit du surenroulement 





3.1 Les facteurs impliqués dans l’organisation de l’ADN chromosomique 
 
L’organisation de l’ADN en domaines est directement influencée par son association avec 
plusieurs protéines et par les activités de réplication et de transcription.  
 
3.1.1 La gyrase  
 
Chez E. coli, la gyrase constitue une des protéines majeures impliquées dans la formation des 
domaines. Cette enzyme se retrouve à la base des domaines et est la seule topoisomérase 
capable d’introduire du surenroulement négatif dans un ADN circulaire. Lorsque son activité 
est bloquée par un inhibiteur, la formation des domaines de surenroulement est fortement 
inhibée (Hsu et al., 2006). En introduisant du surenroulement négatif dans l’ADN, elle permet 
non seulement la création des domaines mais permet aussi la condensation de l’ADN. Les 
trois autres topoisomérases d’E. coli, la topoisomérase I, III et IV, ne sont pas directement 
impliquées dans l’organisation du chromosome en domaines. Mais, puisqu’elles ont la 
capacité de modifier la conformation de l’ADN, elles influencent indirectement son 
organisation. En effet, la topoisomérase I est chargée d’éliminer l’excès de surenroulement 
négatif lors de la transcription (Massé et Drolet, 1999a), alors que les topoisomérases III et IV 
sont plutôt chargées de dénouer les structures entremêlées dans l’ADN et d’éliminer les 
tensions après la réplication (Espeli et Marians, 2004). Dans la zone d’ADN non contraint, 
c'est-à-dire qui n’est pas associée à des protéines, la diffusion du surenroulement peut être 
bloquée par des zones ou la double hélice d’ADN se trouve entremêlée (Staczcek et Higgins, 
1998). La gyrase et la topoisomérase IV qui relaxent toutes deux les régions d’ADN 
entremêlées, permettent alors la diffusion du surenroulement non contraint et modulent donc 
la taille des domaines. Des mutations dans la gyrase et la topoisomérase IV ont donc pour 
effet d’augmenter la fréquence des barrières de diffusion (Staczcek et Higgins, 1998, Stein et 
al., 2005).   
 
3.1.2 Les protéines bactériennes dont les fonctions sont similaires aux protéines histones 
chez les eucaryotes    
 
Des protéines bactériennes similaires aux histones des eucaryotes sont capables de replier 
l’ADN ou de créer des ponts entre deux régions d’ADN éloignées. Lorsqu’elles sont en 
saturation, ces protéines se lient à l’ADN de façon non spécifique et peuvent, grâce à leur 
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habileté à condenser l’ADN, stimuler des mécanismes comme la transcription, la 
transposition et la recombinaison site-spécifique. Ces protéines contribuent en partie à 
l’organisation du chromosome (Dame 2005; Luijsterburg et al., 2006).  
 
HU (Histone like protein from E.coli strain U93) fut la première de ces protéines identifiées 
pour son rôle dans l’organisation de l’ADN. Cette protéine dimérique de 19 kDa (Rouviere-
Yaniv et Gros, 1975) se retrouve entre 30000 à 60000 copies par cellule, et sa concentration 
varie en fonction de la phase de croissance (Azam  et al., 1999). HU lie l’ADN de façon non 
spécifique et forme un nucléofilament avec l’ADN lorsqu’elle est distribuée sur l’ensemble du 
chromosome (Azam et al., 2000; Van Noort et al., 2004; Sagi et al., 2004). En enroulant 
l’ADN autour d’elle, HU a aussi la capacité de condenser et d’emprisoner le surenroulement 
négatif (Malik et al., 1996; Bensaid et al., 1996). En modulant le surenroulement de l’ADN, 
la protéine HU influence le processus de transcription et par conséquent l’expression génique 
(Kar et al., 2005; Kar et al.; 2006). Le facteur IHF (Integration Host Factor) est une autre 
protéine de la famille des histones qui a des propriétés similaires à HU qui participe dans 
l’organisation du chromosome bactérien (Ali et al., 2001).  
  
H-NS (Heat-stable-Nucleotide-Structuring) est une autre protéine de la famille des histones. 
Au nombre de 20000 copies par cellules (Azam et al., 1999), cette protéine introduit des 
courbures dans l’ADN (Rimsky, 2004). Active sous forme dimérique (Falconi et al., 1988), sa 
taille de 15 kDa lui permet de créer un pont entre des fragments d’ADN adjacents (Dame, 
2005; Dame et al., 2000). In vivo, la surproduction de H-NS a pour conséquence un 
compactage très important de l’ADN (Tupper et al., 1994; Spurio  et al., 1992). 
 
Lrp (Leucine responsive protein) est une protéine qui répond aux changements de 
concentration de la leucine. C’est aussi une petite protéine de 15 kDa composée de quatre 
homo-dimers de Lrp qui forment une structure en disque possédant de multiples sites 
d’interaction avec l’ADN (Luijsterburg et al., 2006). Lorsque Lrp adopte une telle structure, 
elle lie l’ADN au niveau de séquences consensus soit pour créer des ponts entre des duplexes 
d’ADN ou soit pour enrouler l’ADN et emprisonner le surenroulement (Beloin et al., 2003; 
Jafri et al., 1999). L’affinité de Lrp pour l’ADN s’accroît lorsque l’ADN adopte une forme de 
surenroulement plectonémique (Beloin et al., 2003).    
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Fis (Factor for inversion stimulation) est une protéine homo-dimérique de 22 kDa qui induit 
un repliement de l’ADN de 50 à 90 degrés (Pan et al., 1996). Fis est également un facteur 
d’initiation de la transcription de plusieurs gènes incluant crp, topA et les opérons 
ribosomaux. La concentration de cette protéine varie en fonction du cycle cellulaire (Azam et 
al., 1999). Son expression est en effet maximale en début de phase exponentielle, faible après 
l’entrée en phase exponentielle et absente lors de la phase stationnaire. FIS intervient 
indirectement dans le contrôle de la topologie de l’ADN quand elle régule l’expression des 
gènes de la gyrase et de la topoisomérase I (Schneider et al., 1999). À haute concentration, 
elle enveloppe l’ADN et le condense soit en le repliant ou en formant des boucles stables 
(Skoko et al., 2005). 
 
La protéine de 19 kDa Dps (DNA protection during starvation) est considérée comme un 
membre de la superfamille des bactérioférritines. Surtout abondante lorsque la cellule entre en 
phase stationnaire, elle forme plusieurs oligomères capables de lier l’ADN et de le condenser 
(Luijsterburg et al., 2006).  
 
3.1.3 Les SMC 
 
Les protéines SMC (Structural Maintenance of Chromosomes) sont apparentées aux 
cohésines et aux condensines des eucaryotes. Ce sont des complexes homodimériques en 
forme de « V » (Losada and Hirano, 2005; Nasmyth and Haering, 2005) qui possèdent un 
domaine de liaison à l’ADN ainsi qu’un domaine qui fixe l’ATP (Hirano and Hirano, 2004). 
Grâce à l’hydrolyse d’une molécule d’ATP, elles passent d’une forme en « V » ouverte à une 
forme en « V » fermée et condensent l’ADN en forme de rosettes (Case et al., 2004). Cette 
structure en forme de rosette est stabilisée par la liaison des SMC avec leurs cofacteurs MukE 
et MukF pour MukB chez E. coli, ScpA et ScpB pour BsSMC chez Bacillus subtilis. Les 
SMC de Bacillus subtilis et d’E. coli sont distribués d’une manière uniforme sur le 
chromosome et contribuent directement à la condensation de l’ADN (Briton et al., 1998). Les 
bactéries mutantes dans les gènes muk sont dépourvues de nucléoide. Ce phénotype est 
corrigé par une inactivation de la topoisomérase I (Sawitzke et Austin, 2000). Il a donc été 
proposé que l’accumulation de surenroulement négatif en absence de topoisomérase I 
condense l’ADN et permet de compenser pour l’absence des protéines Muk.  
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L’autre protéine de la famille des SMC est FtsK. Cette protéine est une translocase qui se 
déplace de façon bidirectionnelle sur l’ADN en consommant de l’ATP (Pease et al., 2005). 
En enroulant et en compactant l’ADN, elle facilite l’interaction des sites dif entre eux 
(Capiaux et al., 2002) et active alors la recombinaison site spécifique via XerCD (Massey et 
al., 2004; Aussel et al., 2002). Comme elle est liée à la membrane et localisée au niveau du 
septum, FtsK coordonne aussi la ségrégation des chromosomes avec la division cellulaire.   
 
3.2 Autres protéines impliquées dans l’organisation de l’ADN 
 
Dans le but d’identifier les barrières qui composent les domaines, deux gènes rapporteurs sous 
le contrôle du promoteur de gyrA ou de gyrB, sont insérés au hasard sur le chromosome 
(Hardy et Cozzarelli, 2005). Le promoteur de gyrA ou de gyrB est activé lorsque l’ADN se 
retrouve sous une forme relaxée. La relaxation de l’ADN suite à l’inactivation d’un gène 
susceptible de coder pour une protéine barrière, peut alors causer soit l’activation ou la 
répression des gènes rapporteurs placés au hasard sur le chromosome. Grâce à cette méthode, 
cinq gènes codants pour des protéines barrières ont pu être identifiés. Parmi ces cinq gènes, 
on distingue fis, hns et dksA qui sont connus pour leur rôle dans l’organisation du 
chromosome ainsi que deux autres gènes, tktA et pgm, impliqués dans le métabolisme des 
sucres. Le rôle de ces deux derniers gènes dans l’organisation de l’ADN est encore inconnu. 
dksA est un facteur essentiel pour l’effet in vivo du (p)ppGpp sur la transcription des ARN 
ribosomaux et des gènes qui participent dans la synthèse des acides aminés. Il est donc très 
important dans la réponse stringente chez E. coli (Srivatsan et Wang, 2008).  
 
3.3 Contribution des différentes protéines similaires aux histones dans l’organisation de 
l’ADN 
 
Le degré de contribution des protéines similaires aux histones dans l’organisation de l’ADN 
reste encore indéterminé. In vitro, toutes ces protéines qui se lient à l’ADN ont clairement un 
effet sur son organisation, alors qu’in vivo, la contribution individuelle de chacune des ces 
protéines est difficile à vérifier. En effet, une mutation dans une des protéines de type histones 
est souvent compensée par la présence d’une autre mutation. Par exemple, une mutation dans 
HU ou IHF est viable, alors qu’une double mutation HU et IHF affecte la survie de la cellule 
(Kano et Imamoto, 1990). Les bactéries HU déficientes ont un nucléoide décondensé et ce 
phénotype est encore plus marqué dans le double mutant HU et Fis (Paull et Johnson, 1995). 
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Un mutant MukB possède aussi un chromosome décondensé et le double mutant HU et MukB 
n’est pas viable (Graumann, 2001). L’abondance et la localisation cellulaire de ces protéines 
en fonction de la phase de croissance déterminent grandement leur contribution à  
l’organisation du chromosome. Par exemple, en début de phase exponentielle, Fis est 
abondante alors que HU est exprimée de façon maximale en phase exponentielle. En phase 
stationnaire, c’est plutôt IHF qui prend la relève sur HU, puis Dps qui remplace IHF en phase 
stationnaire tardive (Azam et al., 2000; Azam et al., 1999). FtsK est un exemple qui illustre 
bien le fait que la localisation cellulaire détermine le rôle de chaque protéine dans 
l’organisation de l’ADN. Étant localisée au niveau du septum, ceci limite son rôle dans la 
ségrégation des chromosomes (Aussel et al., 2002).  
 
3.4 Rôle de la réplication et de la transcription dans l’organisation de l’ADN 
chromosomique  
 
Le déplacement des complexes enzymatiques de la réplication et de la transcription génère en 
amont du surenroulement positif et en aval du surenroulement négatif (Postow et al., 1999; 
Liu et Wang, 1987). Le surenroulement positif est normalement relaxé par la gyrase, mais il 
arrive parfois que ces tensions positives s’accumulent lors de la réplication et diffusent vers 
l’arrière, formant alors des précaténanes entre les deux nouveaux brins d’ADN (Espeli et 
Marians, 2004). Comme la réplication est semi-conservative, le surenroulement négatif créé 
en arrière du complexe de réplication est perdu par la synthèse du nouveau brin d’ADN 
complémentaire. L’impact majeur de la réplication dans l’organisation de l’ADN est qu’elle 
défait les domaines en déplaçant les barrières de diffusion.  
 
Lors de la transcription, des changements importants dans le surenroulement surviennent 
selon le modèle du « twin supercoiled domain » (Liu et Wang, 1987, figure 11). Ces 
changements transitoires sont régulés par la topoisomérase I et la gyrase, et sont localisés 
dans la région transcrite à cause de barrières de diffusion. À l’intérieur de chacun des 
domaines, des changements importants dans le surenroulement peuvent avoir lieu, 
dépendamment de la fréquence de transcription et de la longueur de l’ARN synthétisé (Wu et 
al., 1988). Ceci est encore plus vrai si l’on considère que la taille d’un domaine peut être de 
10 kb, car la tension accumulée devrait être très importante en regard de la petite taille du 
domaine. En plus d’induire des changements dans le surenroulement de l’ADN, le complexe 
de transcription en élongation constitue une barrière de diffusion du surenroulement, puisqu’il 
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est capable de bloquer la diffusion du surenroulement positif généré en avant de son 
déplacement (Scheirer et Higgins, 2001). L’attachement à la membrane de protéines liées 
directement ou indirectement à l’ADN peut aussi constituer des barrières de diffusion du 
surenroulement. En effet, lors la traduction couplée à la transcription de gènes qui codent pour 
des protéines transmembranaires, le complexe d’élongation ancre l’ADN à la membrane 
cellulaire. Un tel ancrage ajoute une barrière suplémentaire à celle de l’ARN polymérase pour 
la diffusion du surenroulement et favorise alors la formation des domaines (Lodge et al., 
1989; Woldringh, 2002). Un exemple bien connu est celui de la transcription du gène tetA qui 
code pour une pompe à efflux transmembranaire et qui induit des barrières de diffusion du 
surenroulement (Lynch et Wang, 1993; Albert et al., 1996; Deng et al., 2004). La fréquence 
de transcription de l’ensemble des gènes chez E. coli est généralement faible, excepté pour 
celle des opérons ribosomaux. À elle seule, la transcription des opérons ribosomaux située 
dans une région bien précise du chromosome ne peut donc pas être suffisante pour la 
formation des quatre cents domaines existants chez E. coli. Le fait que les domaines varient 
en taille et sont distribués de façon stochastique serait peut-être une indication que la 
transcription a un rôle important à jouer dans leur formation. Les phénomènes de tanscription 
ont lieu un peu partout sur l’ADN à des moments différents dépendant de leur induction. Dans 
ce cas, la transcription pourrait avoir un effet général sur le surenroulement de l’ADN 
(Krasilnikov et al., 1999) et jouer un rôle dans la réorganisation des domaines après la 
réplication (Deng et al., 2005). 
 
4. Le surenroulement de l’ADN et la transcription 
 
4.1 Le surenroulement de l’ADN et l’initiation de la transcription 
 
Le surenroulement négatif permet l’ouverture des brins d’ADN et facilite l’initiation de la 
transcription (Saucier et Wang, 1972). Cependant, l’augmentation du surenroulement négatif 
au-delà d’un seuil physiologique peut diminuer l’initiation de la transcription et empêcher la 
transition vers la phase d’élongation (Lim et al., 2003). Le repliement de l’ADN par des 
protéines ainsi que l’action à distance d’activateurs peuvent aussi favoriser l’initiation de la 
transcription. Un exemple bien connu est celui de l’initiation du gène lacZ qui dépend de 
l’effet synergique de son activateur CRP (Catabolic Repressor Factor) et du niveau de 
surenroulement négatif. Le surenroulement négatif facilite la liaison de l’ARN polymérase au 
  27
promoteur, alors que la liaison de CRP aux séquences activatrices sur l’ADN stabilise le 
complexe de transcription et favorise le passage d’un complexe fermé vers un complexe 
ouvert (Meiklejohn et Gralla, 1989; Straney et al., 1989).  
 
Si l’initiation de la transcription de nombreux gènes est favorisée par la présence de 
surenroulement négatif, les gènes qui codent pour la gyrase sont par contre favorisés par la 
relaxation du surenroulement négatif (Menzel et Gellert, 1987). Dans une étude utilisant des 
microarrays couvrant l’ensemble du génome d’E. coli, la réponse transcriptionnelle suite à 
une perte de surenroulement négatif montre que seulement 7 % des gènes (306 gènes) sont 
affectés (Peter et al., 2004). Parmi ces 306 gènes, 106 augmentent leur expression et les 200 
autres diminuent leur expression. Toujours dans cette étude, on constate que les gènes qui 
sont stimulés par la perte du surenroulement négatif possèdent des séquences promotrices AT 
riches, alors que ceux qui sont réprimés par cette perte du surenroulement négatif possèdent 
des séquences promotrices riches en GC (Peter et al., 2004). La dépendance par rapport au 
surenroulement négatif pour l’initiation de la transcription des promoteurs GC riches est 
probablement causée par le fait que les liaisons GC sont plus stables que les séquences AT et 
donc plus difficilement séparables.   
 
Si le surenroulement peut influencer l’initiation de la transcription, il pourrait aussi jouer un 
rôle de régulateur dans l’expression génique en agissant comme senseur et messager des 
stimuli de l’environnement (Peter et al., 2004). Une protéine de signalisation ou encore des 
facteurs physico-chimiques du milieu peuvent induire des changements dans le 
surenroulement, ce qui modulerait l’initiation de la transcription de certains gènes. Il a été 
démontré que des changements dans le nombre de Lk accompagnent la transition entre les 
différentes phases de croissance (Balke et Gralla, 1987) et que des changements dans le 
surenroulement de l’ADN sont impliqués dans l’expression des gènes de virulence de 
plusieurs bactéries pathogènes (Ye et al., 2007). Le niveau surenroulement de l’ADN est aussi 
un bon moyen pour ajuster l’activité transcriptionnelle avec l’activité métabolique de la 
cellule. Il s’agit de contrôler la fréquence d’initiation de la transcription en modulant le niveau 
de surenroulement de l’ADN aux niveaux des promoteurs. L’activité de surenroulement 
positif ou négatif de la gyrase dépend du ratio ATP/ADP dans la cellule. Également, grâce à 
plusieurs petites molécules sensibles au niveau d’expression des ARN ribosomaux, comme 
par exemple Fis et le ppGpp qui agirait par exemple via dksA (section 3.2), le niveau de 
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surenroulement pourrait être modulé (Muskhelishvili et Travers 2003, Travers et 
Muskhelishvili 2005).   
 
La structure de l’ADN est également sensible à des changements physico-chimiques du 
milieu, comme par exemple le pH ou la température (Dorman, 1996; Karem et Foster, 1993). 
Des variations dans ces paramètres peuvent induire des changements de conformation dans 
l’ADN et favoriser l’initiation de la transcription de certains gènes (Higgins et al., 1988). Ces 
types de changements de conformation sont transitoires car ils sont étroitement régulés par 
l’activité des topoisomérases (Ogata et al., 1996; Tse-Dinh et al., 1997). Par exemple, chez 
les bactéries hyperthermophiles, la concentration cellulaire de certaines topoisomérases et la 
régulation du surenroulement lors d’un stress de haute température induisent la 
thermotolérance (Lopez-Garcia et Forterre, 1999; Lopez-Garcia, 1999).  
 
4.2 Le surenroulement et l’élongation de la transcription : le modèle du « twin 
supercoiled domain » 
  
L’élongation de la transcription fait varier localement le surenroulement selon le modèle du 
« twin supercoiled domain » (Liu et Wang, 1987, figure 11). Comme le complexe de 
transcription ne peut tourner autour de l’ADN à cause sa taille importante, c’est plutôt l’ADN 
qui se déroule au fur et à mesure que le complexe de transcription se déplace. Ceci génère 
alors du surenroulement positif en avant et du surenroulement négatif en arrière du complexe 
de transcription (Liu et Wang, 1987). Ces changements dans le surenroulement de l’ADN 
sont régulés par la topoisomérase I, qui relaxe le surenroulement négatif, et par la gyrase qui 
relaxe le surenroulement positif. Après sa publication en 1987, de nombreuses études ont 
confirmé la validité du modèle du « twin supercoiled domain » (Rahmouni et Wells, 1992; 
Krasilnikov et al., 1999; Wu et al., 1988). 
 
Lorsque les surenroulements positifs et négatifs générés par la transcription peuvent 
s’annuler, aucune variation topologique de l’ADN n’apparaît. Ceci est observé quand 










                           
 
Figure 11 : Modèle du « twin supercoiled domain ». (a) Lors de la transcription, le 
déplacement de l’ARN polymérase engendre du surenroulement négatif en arrière et du 
surenroulement positif en avant du complexe de transcription (c). L’ARN polymérase (R) ne 
peut tourner autour de l’ADN, c’est plutôt l’ADN qui se déroule lors du déplacement de 
l’ARN polymérase (b). Les signes + et – indiquent le sens du surenroulement de l’ADN. Liu 








polymérases ne sont pas synchronisées, ou lorsque les gènes transcrits sont divergents, de 
fortes tensions positives s’accumulent en avant des ARN polymérases à cause des barrières de 
diffusion que représentent ces ARN polymérases (Drolet et al., 1994b). Les variations du 
surenroulement générées par la transcription sont locales et transitoires, car elle sont induites 
par la transcription à l’intérieur d’un domaine, et parce qu’elles sont régulées par les 
topoisomérases (Abert et al., 1996; Liu et Wang, 1987).  
En absence de topoisomérase I, l’excès de surenroulement négatif produit par la transcription 
conduit à son accumulation. Ces variations du surenroulement peuvent atteindre des 
proportions importantes dépendant de la longueur de l’ARN synthétisé ou de l’ancrage à la 
membrane du complexe de transcription (Wu et al. 1988). En effet, le niveau de 
surenroulement négatif induit par la transcription est plus élevé lorsque la longueur de l’ARN 
transcrit augmente (Wu et al., 1988). 
 
L’ancrage à la membrane de l’ADN par le complexe de transcription lors du couplage 
transcription-traduction, empêche complètement la rotation de l’ADN (Pruss et Drlica, 1986). 
En absence de topoisomérase I, cet ancrage à la membrane de l’ADN conduit à la formation 
d’hypersurenroulement négatif (Lynch et Wang, 1993; Cook et al., 1992; Ma et al., 1994). Si 
l’ancrage à la membrane est éliminé par une mutation qui empêche la traduction de l’ARN 
messager (ARNm), l’hypersurenroulement négatif qui se forme en absence de topoisomérase 
I devient alors directement lié à la formation d’hybride ARN/ADN ou R-loops (Drolet et al., 
1994; Massé et Drolet, 1999a et b).  
 
5. Les R-loops 
 
5.1 Définition  
 
Les R-loops sont des hybrides ARN/ADN qui se forment pendant la transcription entre 
l’ARN naissant et son brin d’ADN complémentaire, laissant l’autre brin d’ADN non apparié 
(figure 12). Chez les procaryotes et les eucaryotes, plusieurs processus cellulaires requièrent 
la présence des R-loops. Par exemple, l’initiation de la réplication (Baker et Kornberg, 1988), 
la réplication de l’ADN mitochondrial (Okazaki et al., 1970; Turchi et al., 1994), la 
transcription inverse des ARN des rétrovirus (Varmus, 1988), la recombinaison lors du 
changement d’isotypes des immunoglobulines (Daniels et Lieber, 1995; Reaban et Griffin, 
1990).   
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5.2 L’endoribonuclease HI: la RNase HI 
 
Les R-loops sont sensibles aux RNases H, des ribonucléases qui dégradent uniquement 
l’ARN dans une telle structure. Les ribonucléases H sont retrouvées chez la plupart des 
organismes procaryotes et eucaryotes et sont classés en trois groupes par rapport à leur 
séquence en acides aminées (Ohtani et al., 1999). Chez E. coli, il existe deux ribonucléases de 
type H, la RNase HI et la RNase HII, codées respectivement par les gènes rnhA et rnhB 
(Kanaya et al., 1983; Itaya, 1990). Parmi ces deux ribonucléases, la RNase HI a été la plus 
étudiée. Cette enzyme est une endoribonucléase qui hydrolyse spécifiquement le lien 
phosphodiester de l’ARN d’un hybride ARN/ADN, produisant alors des ARN aux extrémités 
libres 3’ OH et 5’ monophosphates (Crouch et Dirksen, 1982). Des études ont montré que la 
RNase HI reconnaît spécifiquement la structure du duplexe ARN/ADN au niveau de son 
sillon mineur, parce que ce dernier adopte une structure de 8,5 Å (Angstrom). Cette structure 
est différente d’une forme de type A d’un hybride ARN/ARN qui est de 11 Å, et d’une forme 
de type B de l’ADN qui est de 7,5 Å (Nakamura et al., 1991; Fedoroff et al., 1993). Ceci est 
probablement la raison pour laquelle la RNase HI est capable de lier l’ADN double brin et les 
hybrides ARN/ARN sans pour autant pouvoir les éliminer (Lima et Crooke, 1997). Chez E. 
coli, les RNase H ne sont pas les seules enzymes capables d’éliminer des hybrides ARN/ADN 
(figure 13). Il existe en effet l’ADN polymérase I qui possède une activité exoribonucléase de 
5’ vers 3’, l’exonucléase III qui est capable de dégrader aussi bien l’ADN que l’ARN dans un 
hybride ARN/ADN (Keller et Crouch, 1972), RecG et différentes protéines impliquées dans 
la recombinaison qui sont capables de déplacer un R-loop (section 7). Mentionnons également 
que la RNase HI participe avec l’ADN polymérase I dans l’élimination des fragments 
d’Okazaki (Ogawa et Okazaki, 1984).  
 
5.3 La séquence nucléotidique et la formation des R-loops 
 
La formation des R-loops dans les régions S des Immunoglobulines semble être dépendante 
de la richesse en bases C du brin matrice (Yu et al., 2003). Lorsque la région Sγ3 est transcrite 
dans le sens non physiologique, c'est-à-dire à partir du brin riche en bases G, aucun R-loop 
n’est détecté. Lorsque cette région S est transcrite dans le sens physiologique, c'est-à-dire à 
partir de son brin C-riche, des R-loops aussi long que 1 Kb sont formés (Yu et al., 2003). 
D’autre part, l’extension des R-loops au-delà de la région Sγ3, Sγ2b et Sμ, corrèle 























Figure 12 : Schéma d’un R-loop. À la sortie de l’ARN polymérase, l’ARN naissant 

























Figure 13 : Les différents facteurs et mécanismes impliqués dans l’élimination d’un R-














En effet, les séquences environnantes des régions S étant moins riches en bases C, la 
fréquence des R-loops dans ces régions est fortement diminuée (Huang et al., 2006; Huang et 
al., 2007). 
 
La séquence conservée de CSBII de l’origine de réplication OH de l’ADN mitochodriale 
(mtDNA) est également riche en bases G et C (Xu et Clayton, 1995). Ce sont les premières 
bases G incorporées dans l’ARN (rG) qui sont nécessaires et suffisantes pour déclencher la 
formation de R-loops stables et persistants dans la région CSBII (Xu et Clayton, 1995). Chez 
la levure Saccharomyces cervisiae, la transcription des séquences riches en bases G et C 
favorise également la formation des R-loops (Huertas et Aguilera, 2003). Le fait que la liaison 
entre ribonucléotides G et désoxyribonucléotides C (rG-dC) soit exceptionnellement stable, 
contribue grandement à la formation d’hybrides entre les ARN riches en G et leur ADN 
complémentaire riche en C (Sugimoto et al., 1995).      
 
5.4 Le surenroulement négatif et la formation des R-loops 
 
Le surenroulement négatif généré par la transcription est également un facteur important dans 
la formation de R-loops (Massé et Drolet, 1999b; Drolet, 2006). Il permet l’ouverture des 
brins d’ADN qui favorisent l’hybridation de l’ARN naissant avec son ADN complémentaire. 
Les meilleures évidences du rôle du surenroulement négatif dans la formation des R-loops 
viennent des études de transcription in vitro à partir de plasmides surenroulés négativement. 
Lors de la transcription d’un plasmide pBR322 en présence de gyrase, il y a formation de R-
loops, à moins que la topoisomérase I ne soit pas présente (Drolet et al., 1994). La gyrase qui 
relaxe le surenroulement positif en avant du complexe de transcription augmente le 
surenroulement négatif et stimule l’élongation du R-loop, car elle facilite l’élongation de la 
transcription (Phoenix et al., 1997). Dans des cellules déficientes en topoisomérase I, 
l’accumulation du surenroulement négatif lors de la transcription serait responsable de la 
formation de R-loops (Massé et Drolet, 1999a). L’ARN naissant sortant de l’ARN polymérase 
se réhybriderait avec son ADN complémentaire car cet ADN se trouverait sous forme simple 
brin suite à l’accumulation de surenroulement négatif (figure 12 et 15). La présence d’ADN 
simple brin durant la transcription serait donc favorable à la formation de R-loops. Ainsi, tout 
événement autre que le surenroulement négatif qui permettrait la séparation des brins d’ADN 
pourrait aussi déclencher la formation de R-loops. Chez la souris, la formation de quadruplex 
de guanine (G4) sur le brin non codant est accompagnée de la formation de longs hybrides 
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ARN/ADN stables lors de la transcription de la région c-myc des immunoglobulines 
(Duquette et al., 2004). Un G4 est un carré plat de quatre guanines qui se forme par liaison 
Hoogsteen entre les résidus hydrogènes et oxygènes des guanines (Sen et Gilbert, 1988).  
 
 
5.5 L’hypersurenroulement négatif et les R-loops 
 
Plusieurs évidences montrent que la présence d’hypersurenroulement négatif est directement 
liée à la formation des R-loops. Lors de la transcription in vitro du plasmide pBR322, 
l’hypersurenroulement négatif formé en absence de topoisomérase I est sensible à la RNase 
HI (Drolet et al., 1994; Massé et Drolet, 1999b). De même, la transcription in vitro dans le 
sens physiologique d’un fragment du gène rrnB des opérons ribosomaux, induit la formation 
d’hypersurenroulememt négatif sensible à la RNase HI en présence d’un excès de gyrase par 
rapport à la topoisomérase I (Phoenix et al., 1997). 
Récemment publié, le modèle du « R-loop self promoting cycle » (auto-stimulation) tente 
d’expliquer plus en détail ce lien étroit entre la formation d’hypersurenroulement négatif et 
celle des R-loops (Drolet, 2006, figure 14). Dans ce modèle, la formation de R-loops 
favorisée par l’accumulation du surenroulement négatif en absence de topoisomérase I, 
emprisonne le surenroulement négatif. Le reste de l’ADN surenroulé positivement est alors 
relaxé par la gyrase qui introduit par conséquent plus de surenroulement négatif. Une fois que 
la RNase HI dans le milieu est venue à bout des R-loops formés, le surenroulement négatif 
qui était emprisonné peut alors diffuser et venir s’ajouter à celui introduit par la gyrase. Le 
résultat est la génération d’hypersurenroulement négatif et une plus grande proportion de 
brins d’ADN séparés. Dans cet état, l’ADN est favorable à la formation de nouveaux R-loops 
durant d’autres évènements de transcription, ce qui amplifie alors le nombre de R-loops 
susceptibles d’être formés. Le cycle du « R-loop self-promoting » dépend en réalité de la 
compétition entre l’activité de la gyrase et celle de la RNase HI. Les essais in vitro montrent 
que lorsque la RNase HI est en faible concentration (concentration physiologique), l’action de 
la gyrase est plus rapide que celle de la RNase HI, ce qui conduit à l’accumulation de 
surenroulement négatif (Phoenix et al., 1997). À faible concentration, l’inefficacité de la 
RNase HI à rivaliser avec la gyrase peut s’expliquer par son action distributive (Gaidamakov 
et al., 2005). En effet, cette enzyme clive au hasard deux nucléotides d’un R-loop à la fois  
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(Huang et al., 1994), ce qui contribue grandement à la stabilité des R-loops. Par contre, 
lorsqu’elles sont surproduites, les molécules de RNase HI peuvent rapidement éliminer les R-
loops formés et rivaliser avec la gyrase avant que cette dernière n’introduise beaucoup de 
surenroulement négatif.  
 
5.6 Mécanismes de formation des R-loops 
 
Deux mécanismes proposés par Drolet et ses collaborateurs peuvent expliquer la formation de 
R-loops (Drolet et al., 2003) : (1) le prolongement de l’hybride ARN/ADN de 8 à 9 paires de 
bases présent dans la bulle de transcription et (2) le ré-appariemment de l’ARN avec l’ADN à 
sa sortie de l’ARN polymérase. Dans le premier cas, la formation de R-loops serait 
directement liée aux propriétés de l’ARN polymérase et au processus de transcription. Dans le 
deuxième cas, la formation de R-loops serait plutôt dépendante de l’accumulation du 
surenroulement négatif à l’arrière de l’ARN polymérase et de la capacité de l’ARN à 
s’apparier avec l’ADN complémentaire.  
 
Si les R-loops se formaient par le prolongement de l’hybride ARN/ADN à partir de la bulle de 
transcription, il y aurait donc une continuité entre l’hybride ARN/ADN de la bulle de 
transcription et celui en dehors de celle-ci. Par conséquent, le R-loop formé de cette manière 
serait résistant aux ribonucléases qui clivent l’ARN nu simple brin, comme la RNase A, T et 
E, et serait seulement sensible à la RNase HI. Des études de transcription avec l’ARN 
polymérase du phage T7 montrent que la formation de R-loops est très sensible à la RNase HI 
et très résistante aux RNase A et T (Massé et Drolet, 1999; Phoenix et al., 1997). Ceci indique 
que l’ARN dans la bulle de transcription n’a jamais été déshybridé de l’ADN, et suggère que 
les R-loops se formeraient via le prolongement de l’hybride ARN/ADN à partir de la bulle de 
transcription. Ceci est quand même difficile à concevoir, puisque l’ARN synthétisé dans la 
bulle de transcription est déshybridé et déplacé vers un tunnel de sortie de l’ARN polymérase 
par une structure appelée gouvernail (Korzheva et Mustaev, 2001). La transcription sur un 
ADN surenroulé négativement avec l’ARN polymérase du phage T7, conduit à un état dans 
lequel l’ARN est séparé de l’ADN et interagit avec l’ARN polymérase, ainsi qu’à un autre 
état dans lequel l’hybride ARN/ADN est plus long et sensible à la RNase HI (Gopal et al., 
1999). La présence de l’un ou l’autre de ces états est fonction de l’énergie de réappariement 
des brins d’ADN, c'est-à-dire du niveau de surenroulement négatif. Il devient donc évident 
que plus le surenroulement négatif est élevé, plus le réappariement des brins d’ADN est 
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diminué, ce qui augmente la taille de la bulle de transcription et favorise l’allongement de 
l’hybride ARN/ADN (Gopal et al., 1999).  
Le second mécanisme de formation des R-loops consiste en la réhybridation de l’ARN avec 
son ADN complémentaire après sa sortie de l’ARN polymérase (figure 14). Deux conditions 
devraient être réunies pour que cela survienne. Premièrement, l’ARN à sa sortie de l’ARN 
polymérase devrait être nu, c'est-à-dire qu’il ne devrait pas être associé à des ribosomes 
(figure 14) et, deuxièmement, les deux brins d’ADN devraient être séparés pour permettre à 
l’ARN de s’hybrider avec son ADN complémentaire. La première condition serait fournie par 
un découplage entre la transcription et la traduction. Il a été démontré que la transcription de 
gènes non traduits conduit à la formation de nombreux R-loops en absence de topoisomérase I 
(Massé et Drolet, 1997; Massé et Drolet, 1999b). Le moment où l’ARN naissant se réhybride 
avec l’ADN à sa sortie de l’ARN polymérase est très important. En effet, si cet ARN se 
réhybride avec son ADN complémentaire tout juste après sa sortie de l’ARN polymérase, il y 
a donc peu de chances qu’un ribosome y fasse obstacle. Si par contre l’ARN s’hybride avec 
l’ADN à plusieurs nucléotides loin de sa sortie de l’ARN polymérase, il y aurait de fortes 
chances qu’un ribosome puisse inhiber la formation de R-loop. Un découplage entre la 
traduction et la transcription pourrait arriver suite à l’inactivation de ribosomes lors d’un 
stress. Les mutants topA sont effectivement sensibles aux stress oxydatifs et de hautes 
températures, à cause de la formation de R-loops qui inhibent l’expression des gènes de 
résistance à ces stress (Cheng et al., 2003b, section 7.4).  
 
La deuxième condition serait fournie par l’accumulation de surenroulement négatif à l’arrière 
de l’ARN polymérase. Nous avons déjà énuméré les évidences qui soutiennent le rôle majeur 
du surenroulement négatif dans la formation des R-loops (sections 5.4 et 5.5). De plus, même 
si l’accumulation du surenroulement négatif favorise l’allongement de la bulle de 
transcription, le mécanisme de formation des R-loops par le prolongement de l’hybride 
ARN/ADN dans la bulle de transcription est fortement limité par la présence du gouvernail. 
Ceci montre à quel point le mécanisme de formation de R-loops par réhybridation est plus 








Figure 15 : Modèle de la formation d’un R-loop. L’accumulation de surenroulement négatif 
en arrière du complexe de transcription ainsi que l’absence de ribosomes sur l’ARNm 
favorisent l’hybridation de l’ARN naissant à sa sortie de l’ARN polymérase avec son ADN 
complémentaire. La gyrase qui élimine les tensions positives en avant de l’ARN polymérase, 
introduit du surenroulement négatif et facilite l’élongation du R-loop. - et + représentent les 
















6. Les R-loops et les activités génomiques 
 
6.1 Les R-loops dans la réplication des plasmides ColE1 
 
Les premières évidences de la formation de R-loops nous viennent de l’étude de la réplication 
des plasmides ColE1. In vitro, la réplication de ces plasmides est initiée successivement par 
l’ARN polymérase, la RNase HI et l’ADN polymérase I (Itoh et Tomizawa, 1980). Un R-loop 
de 555 paires de bases est synthétisé par l’ARN polymérase en avant du site de réplication 
Ori, puis clivé par le RNase HI afin d’être utilisé comme amorce par l’ADN polymérase I.  
Des évidences génétiques montrent que la réplication in vivo de ce plasmide se déroule selon 
le même modèle qu’in vitro. En effet, la réplication de ColE1 dans une bactérie de type 
sauvage est sensible à la rifampicine, un antibiotique qui inhibe tout nouveau cycle de 
transcription (Clewell et Evenchick, 1973) et le plasmide ColE1 ne peut être maintenu dans 
une bactérie déficiente en ADN polymérase I (Kingsbury et Helinsky, 1970). Le rôle de la 
RNase HI dans la réplication in vivo de ColE1 est cependant moins évident (Naito et al., 
1984; Naito et al., 1986). En absence de la RNase HI, la réplication à ColE1 peut quand 
même avoir lieu pour deux raisons : (1) la formation de l’hybride ARN/ADN par l’ARN 
polymérase au site d’initiation favorise la séparation des brins d’ADN et (2), l’hybride 
ARN/ADN qui se prolonge au-delà de site d’initiation peut servir d’amorce à l’ADN 
polymérase I (Inoue et Uchida, 1991; Masukata et al., 1987; Dasgupta et al., 1987). 
L’extrémité 3’ OH de cette amorce est fournie suite à la terminaison prématurée de la 
transcription au-delà de site d’initiation.      
 
 
6.2 Les R-loops dans la réplication de l’ADN mitochondrial 
L’ADN mitochondriale (mtDNA) est un ADN de forme circulaire qui se réplique de façon 
unidirectionnelle à partir de deux régions bien spécifiques situées sur les deux brins H et L de 
l’ADN (Kasamatsu et Vinogard, 1974). L’origine de réplication sur le brin d’ADN H (OL) est 
située en amont du gène LSP, alors que l’origine de réplication du brin L (OH) est située au 
3/4 du génome par rapport à l’origine OH. La réplication commence à partir du OH et se 
poursuit jusqu’à ce que le brin H soit complètement répliqué (Shadel et Clayton, 1997). C’est 
uniquement lorsque la fourche de réplication rencontre la deuxième origine OL, que 
commence la synthèse du brin L dans le sens opposé de celle du brin H (Clayton, 1991). La 
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transcription du gène LSP forme un R-loop stable dans la région OH, ce qui permet la 
séparation des brins d’ADN et donne l’accès à l’ADN au complexe de réplication. Le R-loop 
formé à OH sert aussi d’amorce pour la synthèse du brin H (Chang et Clayton, 1985, Chang et 
al., 1985). Comme l’hybride ARN/ADN s’étend au-delà du site d’initiation OH, 
l’endoribonucléase MRP (RNase MRP) chez la souris ou l’humain (Clayton, 1991) clive 
l’ARN pour servir d’amorce 3’ OH (Lee et Clayton, 1997; Lee et Clayton, 1998). Cette 
endoribonucléase, présente chez de nombreux organismes (Bennett et al., 1992; Dairaghi et 
Clayton, 1993; Paluh et Clayton. 1995; Schmitt et Clayton, 1992), reconnaît spécifiquement 
les régions ARN/ADN et ADN simple brin formées par un R-loop (Lee et Clayton, 1997). Le 
clivage de l’ARN s’effectue au niveau de 3 régions conservées situées en aval du site OH : 
CSBI, CSBII et CSBIII (Walberg et Clayton, 1981). La RNase MRP, présente aussi bien dans 
les mitochondries que dans le noyaux des cellules Eucaryotes (Li et al., 1994), joue également 
un rôle direct dans le clivage du précurseur 5,8S de l’ARN ribosomal (ARNr) (Schmitt et 
Clayton, 1993; Chu et al., 1994; Lygerou et al., 1996).  
 
6.3 Les R-loops et les gènes qui codent pour les Immunoglobulines  
 
Les lymphocytes de type B non stimulés expriment généralement des Immunoglobulines 
d’isotype M ((Ig)M). Lorsqu’ils sont stimulés par un antigène et un lymphocyte de type T, ils 
prolifèrent et se différencient en cellules exprimant des immunoglobulines avec de nouveaux 
isotypes D, G, E ou A. Le changement d’isotypes consiste à remplacer l’isotype existant par 
un nouveau grâce à un mécanisme de recombinaison appelé « Class Switch Recombination » 
(CSR). Le CSR se déroule dans la région où se trouvent les différents gènes qui codent pour 
les isotypes (Stavnezer, 1996). La région en question est composée des différents gènes Cμ, 
Cδ, Cγ3, Cγ1, Cγ2b, Cγ2a, Cε, et Cα qui codent respectivement pour les isotypes, IgM, IgD, 
IgG3, IgG1, IgG2b, IgG2a, IgE, et IgA, chacuns étant précédés par une séquence non codante 
S qui porte le même nom (Dunnick et al., 1993, Kinoshita et Honjo, 2000). Les régions S 
peuvent s’étendre de 1 à 10 kb et sont composées de séquences riches en base G répétées en 
tandem. Par exemple, la région Sμ contient une séquence de 20 paires de bases 
(GAGCT)3(GGGGT) répétées au moins 150 fois sur une longueur de 3 kb. La transcription in 
vitro et in vivo de chacune des région S qui ont été étudiées, produit un ARN non traduit 
susceptible de former un R-loop (Reaban et al., 1994, Daniels et Lieber, 1995, Yu et al., 
2003). Le déclenchement du CSR est dépendant du processus de transcription (Chaudhuri et 
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al., 2007) et est beaucoup plus efficace lorsque les séquences S sont présentes. Une délétion 
de la région Sγ diminue de trois fois le CSR chez la souris (Luby et al., 2001).  
 
 
6.4 Les R-loops et le cSDR 
 
6.4.1 Le cSDR 
 
La réplication du chromosome bactérien débute habituellement à un site unique appelé origine 
de réplication ou OriC. OriC est composée de 4 séquences identiques de 9 paires de bases 
appelées boîtes DnaA, et de séquences répétées de 13 paires de bases riches en A et en T. Une 
protéine appelée DnaA se lie spécifiquement aux séquences répétées de la région OriC, 
permettant l’ouverture des brins d’ADN. L’action de DnaA facilite donc l’accès à l’ADN au 
complexe d’initiation de la réplication, le primosome. Pour former le primosome, DnaA 
recrute DnaC, DnaC recrute l’hélicase DnaB puis la primase DnaG (Snyder et Champness, 
1997). L’ouverture des brins d’ADN est donc l’événement primordial pour initier la 
réplication. L’ajout de chloramphénicol (inhibiteur de la synthèse protéique) dans une culture 
cellulaire en phase exponentielle inhibe la synthèse de nouvelles protéines DnaA (synthèse de 
novo) et donc tout nouveau cycle de réplication. Dans certaines conditions, la réplication peut 
quand même avoir lieu malgré l’inhibition de la synthèse de novo et l’absence de DnaA. Chez 
E. coli, la séparation des brins d’ADN peut être induite soit par la réponse SOS dont les 
intermédiaires de recombinaison forment des D-loops, ou soit par la formation de R-loops 
pendant la transcription. Un D-loop est une structure formée de trois brins ADN dont deux 
sont hybridés entre eux et l’autre est simple brin. Cette réplication indépendante de DnaA est 
appelée « stable DNA replication » (SDR). Normalement réprimé, le SDR peut être induit ou 
être constitutif. Le SDR induit est appelé iSDR (inducible Stable DNA Replication) et le SDR 
constitutif est appelé cSDR (constitutive Stable DNA Replication) (Kogoma, 1997).  
 
Dans des mutants rnhA (RNase HI inactivée), la réplication n’est plus spécifique à l’origine 
OriC mais a également lieu à différentes origines appelées OriK (von Meyenburg et al., 1987, 
Ogawa et al., 1984). Si le cSDR dans un mutant rnhA ne nécessite pas la synthèse de 
nouvelles protéines, il est par contre dépendant de la transcription car l’ajout de rifampicine 
abolit le cSDR (Kogoma et al., 1985). C’est la formation de R-loops aux sites OriK qui 
semble déclencher le cSDR. La RNase HI à donc pour effet d’éliminer les R-loops formés sur 
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le chromosome aux sites OriK et de confèrer la spécificité d’initiation de la réplication à OriC 
(Ogawa et al., 1984). La recherche des sites d’initiation OriK à permis d’identifier 5 régions 
sur le chromosome, dont deux d’entre elles sont situées dans les régions terC (de Massy et al., 
1984). Pendant le cSDR, la réplication est semi-conservative et tout le chromosome est 
dupliqué (Kogoma, 1978; Kogoma, 1997). Cependant, l’initiation aux sites OriK est aléatoire 
et la fréquence d’initiation est réduite de 3 à 4 fois par rapport à celle d’OriC (von Meyenburg 
et al., 1987). Ceci expliquerait pourquoi on observe une diminution de 40 % de la croissance 
dans le double mutant rnhA et OriC (von Meyenburg et al., 1987), et pourquoi la présence 
d’OriC est absolument requise pour maintenir la viabilité dans un milieu riche (Kogoma et 
al., 1985). Il est aussi intéressant de mentionner que puisque le cSDR est aléatoire, la 
réplication du chromosome n’est plus coordonnée avec le cycle cellulaire, ce qui donne des 
cellules dont l’aspect et la teneur en ADN sont très hétérogènes (von Meyenburg et al., 1987). 
 
6.4.2 Les facteurs impliqués dans le cSDR 
  
Le cSDR est indépendant de DnaA mais requiert absolument la protéine RecA pour initier la 
réplication (Kogoma et al., 1985). Principalement impliquée dans la recombinaison associée à 
la réparation de l’ADN, RecA est une protéine de la famille des recombinases qui possède une 
activité de recombinaison ainsi qu’une activité co-protéase. Cette protéine a trois rôles bien 
identifiés (Cox, 2007). Premièrement, elle joue un rôle central dans la recombinaison : elle lie 
l’ADN simple brin sur lequel elle polymérise pour former un nucléofilament, puis permet 
l’alignement des brins d’ADN et l’invasion du brin homologue. Deuxièmement, elle a un rôle 
de régulateur dans la réponse SOS : l’activité co-protéase de RecA facilite l’autoclivage du 
répresseur LexA (Little, 1993; Little, 1991) qui contrôle l’expression de nombreux gènes de 
la réponse SOS (Brent et Ptashne, 1981; Little et al., 1981; section 6.6). RecA permet 
l’autoclivage de UmuD qui active UmuD’, une composante de la polymérase V (Pham et al., 
2002; Tang et al., 1999). L’autoclivage de LexA et UmuD est facilité par RecA uniquement 
lorsque cette dernière se retrouve associée à l’ADN (Suton et al., 2000, Murli et al., 2000). 
Son dernier rôle consiste à aider l’ADN polymérase V à répliquer l’ADN à travers des lésions 
(Cox, 2007). Dans le cSDR, c’est l’activité de recombinaison de RecA et non celle de la co-
protéase qui est requise pour initier la réplication (Kogoma et al., 1994; Torrey et Kogoma, 
1982). Le mécanisme exact par lequel RecA initie le cSDR n’a pas encore été élucidé. Il 
semble que la formation de R-loops aidée par la protéine RecA serait le mécansime 
déclencheur du cSDR. En se basant sur une étude in vitro, Kogoma proposa un modèle dans 
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lequel le nucléofilament formé par RecA favoriserait la formation de R-loops (Kogoma, 1987, 
Kasahara et al., 2000). Le nucléofilament RecA fournirait un substrat d’ADN simple brin et 
stabiliserait les R-loops formés en empêchant le réappariement des deux brins d’ADN entre 
eux. Il a été montré que la formation d’un nucléofilament par RecA peut permettre l’échange 
de brins entre un ARN simple brin et un ADN (Zaitsev et Kowalcykowski, 2000). 
L’importance de RecA dans le cSDR ne fait aucun doute (Kogoma, 1997), pourtant il existe 
plusieurs possibilités qui permettent de contourner cette nécessité (Kogoma, 1997). Des 
mutations qui inactivent le gène lexA restorent le cSDR dans un double mutant rnhA recA 
(Torrey et Kogoma, 1982; Torrey et Kogoma, 1987), et l’activité exonucléase 5’ vers 3’ de 
l’ADN polymérase I ainsi que son activité d’élongation, peuvent aussi se substituer à RecA 
dans le cSDR pour le mutant rnhA recA (Cao et Kogoma, 1993). Une fois que RecA a initié le 
cSDR, d’autres protéines sont alors requises pour démarrer la réplication. Ces protéines sont  
DnaB, G et C du primosome, la polymérase III (Kogoma, 1997), PriA (Masai et al., 1994) 
ainsi que l’ADN polymérase I (Kogoma et Maldonado, 1997; Kogoma, 1997). L’activité 
exonucléase 5’ vers 3’ ainsi que l’activité de polymérisation de l’ADN polymérase I sont 
toutes deux requises pour initier la réplication via le cSDR (Kogoma et Maldonado, 1997). La 
polymérase III est surtout importante lors de l’étape de l’élongation de la réplication. Codée 
par le gène priA, PriA est une ATPase ADN hélicase (Shlomai et Kornberg, 1980a; Wickner 
et Hurwitz, 1975; Lee et Marians, 1987; Lasken et Kornberg, 1988) qui à l’origine fut isolée 
comme protéine essentielle pour la réplication du phage φX174 (Shlomai et Kornberg, 
1980b). Cette protéine permet d’assembler dans l’ordre les différentes protéines PriB, DnaT, 
PriC, DnaC, DnaB et DnaG qui constituent un réplisome (Baker et Wickner, 1992; Marians, 
1992). Ce réplisome permet la synthèse d’une amorce ARN et recrute l’ADN polymérase III 
pour répliquer l’ADN. 
 
Les éléments majeurs qui appuient le rôle des R-loops dans le déclenchement du cSDR sont : 
(1) le fait que le cSDR est observé dans des cellules déficientes en RNase HI et (2) 
l’implication de RecA dans la formation des R-loops. De plus, la découverte que RecG est 
impliquée dans la formation des R-loops et le cSDR vient aussi appuyer ce rôle que jouent les 
R-loops dans le cSDR. RecG est une hélicase qui fait la migration des jonctions « Holliday » 
dans le sens 3’ vers 5’ lors de la recombinaison (LLoyd et Sharples, 1993; Whitby et al., 
1994). Capable de déplacer in vitro l’ARN d’un R-loop (Vincent et al., 1996), elle diminue 
fortement le nombre de copies des plasmides ColE1 lorsqu’elle est surexprimée in vivo 
(Vincent et al., 1996). RecG est ainsi capable d’éliminer les R-loops formés à ColE1 (Fukuoh 
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et al., 1997). De même, elle serait capable d’éliminer les R-loops formés à l’origine de 
réplication du mtDNA (Ohsato et al., 1999). Dans les cellules déficientes en RecG, on note 
aussi que le cSDR est exprimé quoique plus faiblement que dans un mutant rnhA (Hong et al., 
1995).  
 
6.5 Les R-loops et l’instabilité génomique 
 
Une autre conséquence de la formation de R-loops est l’induction de phénomènes d’hyper-
recombinaison et d’instabilité génomique. Ces phénomènes ont surtout été observés chez les 
eucaryotes au cours de l’étude des facteurs impliqués dans le métabolisme de l’ARN ainsi que 
dans le CSR (Class Switch Recombination).  
 
Chez les eucaryotes, le complexe THO/THREX participe dans le processus d’élongation de la 
transcription. Chez la levure, THO est un complexe de 4 protéines, Tho, Hpr1, Mft1 et Thp2 
(Chavez et al., 2000) qui se retrouve dans un plus large complexe appelé THREX. THREX 
est formé de l’association de THO avec les protéines Sub2 et Yra1, impliquées dans le 
transport de l’ARNm du noyau vers le cytoplasme (Strasser et al., 2002). Des mutations dans 
l’une des unités du complexe THO ou THREX provoquent l’induction de phénomènes 
d’hyper-recombinaison (Chavez et Aguilerra, 1997; Piruat et Aguillera, 1998, Prado et al., 
1997; Jimeno et al., 2002; Fan et al., 2001). Des expériences de transcription in vitro réalisées 
à partir d’extraits cellulaires de cellules mutantes pour hpr1, tho2 ou mft1, ont montré que 
l’élongation de la transcription était significativement inhibée (Rondon et al., 2003). Dans les 
mutants THO/THREX, le lien direct entre l’inhibition de la transcription et l’hyper-
recombinaison est la formation d’hybrides ARN/ADN ou R-loops (Huertas et Aguillera, 
2003). Dans leur étude, Huertas et Aguilera détectent en effet la présence de R-loops dans un 
mutant hpr1 et montrent que l’hyper-recombinaison est corrigée par la surproduction de la 
RNase HI humaine, ou par le clivage de l’ARN naissant par un ribozyme (Huertas et 
Aguillera, 2003). 
  
Les protéines ASF/SF2 chez les eucaryotes font partie de la famille SR de protéines 
impliquées dans la maturation des introns du pre-ARNm (Sanford et al., 2003). Une délétion 
de ASF/SF2 a pour conséquences l’apparition de cassures d’ADN double brin, l’induction de 
la recombinaison, des réarrangements géniques et la perte de matériel génétique (Li et al., 
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2005, figure 15). La formation de R-loops est responsable de ce phénomène d’instabilité 
génomique. La présence de R-loops a été détectée dans les régions où ont lieu les cassures 
dans l’ADN, et la surproduction de la RNase HI dans les cellules mutantes pour ASF/SF2 
corrige le phénotype d’instabilité génomique. Dans des expériences de transcription in vitro à 
partir d’une séquence d’ADN riche en GC, la formation de R-loops a aussi été constatée 
lorsque les facteurs ASF/SF2 sont omis dans la réaction (Li et al., 2005). Pour expliquer le 
rôle d’ASF/SF2 dans l’instabilité génomique, Li et Manley proposent un modèle dans lequel 
le recrutement de ASF/SF2 par l’ARN polymérase permet la maturation de l’ARNm naissant 
et prévient donc la formation de R-loops. Le clivage des introns durant le processus de 
maturation du pre-ARNm changerait l’ordre de la séquence nucléotidique sur l’ARNm ce qui 
empêcherait alors cet ARNm de s’hybrider avec l’ADN codant (Niu, 2007). Chez les 
eucaryotes, l’association des facteurs du métabolisme de l’ARN à l’ARN polymérase et à 
l’ARNm serait donc un processus équivalent au couplage entre la traduction et la transcription 
chez les procaryotes. L’existence de ce processus serait nécéssaire pour prévenir la formation 
de R-loops et les dommages que ces R-loops engendreraient pour les cellules (Li et al., 2005; 
Aguilera, 2005; Drolet, 2006).  
 
Dans les cellules mammifères, de longs R-loops stables dans les régions S des 
immunoglobulines déclenchent le CSR. Le mécanisme exact du CSR n’est pas encore connu, 
mais on sait qu’il est dépendant de la transcription et de l’activité d’une cytidine désaminase, 
l’AID (Manis et al., 2002; Honjo et al., 2002; Muramatsu et al., 2000). Le rôle de la 
transcription dans le CSR est directement lié à la formation de R-loops au niveau des régions 
S (section 5.3 et 6.3). La protéine AID spécifiquement exprimée dans les lymphocytes de type 
B (Okazaki et al., 2002), est capable d’enlever un résidu amine sur les cytosines lorsque 
l’ADN est simple brin (Chaudhuri et al., 2003). L’AID est spécifique à certaines séquences 
motifs sur l’ADN appelées WRC (W pour les pyrimidines A et T, et R pour les purines G et 
C) (Beale et al., 2004; Pham et al., 2003), mais cette spécificité peut être largement 
compensée par la présence d’un ADN simple brin. L’accumulation de surenroulement négatif 
dans les régions d’ADN non transcrites favorise en effet l’action de l’AID (Shen et al., 2004). 
Ceci suggère que c’est la présence d’ADN simple brin qui est suffisante pour l’activité de 
cette enzyme (Zarrin et al., 2004). La présence de motifs WRC, combinée à la présence d’un 
ADN simple brin lors de la transcription, serait donc suffisante pour déclencher le CSR via 
l’acivité de l’AID (Ramiro et al., 2003). Ceci supporte bien l’idée qu’un R-loop dans la région 
S induirait le CSR en ciblant l’activité de l’AID (Yu et al., 2005, Yu et al., 2003). Un modèle 
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présenté à la figure 18 explique comment la formation de R-loops cible l’activité de l’AID 
dans les régions S des immunoglobulines et conduit au CSR (Fugmann et Schatz, 2003). 
 
6.6 Les R-loops et la réponse SOS 
 
La réponse SOS est induite grâce à un signal intracellulaire déclenché lorsque l’ADN est 
endommagé. Son but est de réparer l’ADN à tout prix pour permettre la survie de la cellule. 
Le signal qui déclenche la réponse SOS est l’association de RecA à l’ADN simple brin 
(nucléofilament) lorsque la cellule tente de répliquer son ADN endommagé. L’interaction du 
répresseur LexA avec le nucléofilament de RecA favorise son auto-digestion et déclenche 
alors l’expression d’un grand nombre de gènes. Parmi ces nombreux gènes on distingue : 
umuDC qui code pour l’ADN polymérase V capable de répliquer l’ADN à travers des lésions, 
ruvAB qui code pour les protéines du même nom et qui permet la migration des brins d’ADN 
dans la jonction Holliday, sulA qui est un inhibiteur de la division cellulaire. Ces nombreux 
gènes sont impliqués dans la recombinaison, la réplication de l’ADN, la réparation de l’ADN 
et la division cellulaire (Walker et al., 2006). Dans des mutants rnhA et recG chez E. coli, la 
réponse SOS est fortement induite et est constitutive (Kogoma et al., 1993;  Kogoma, 1997, 
LLyod et Buckman, 1991). Dans une population de cellules mutantes pour recG ou rnhA, la 
réponse SOS est limitée car elle est présente chez un nombre restreint de cellules, en plus 
d’être moins bien exprimée que dans un mutant lexA (McCool et al., 2004). La réponse SOS 
est pourtant présente dans un mutant rnhA. Elle est plus fortement induite lorsque les 
protéines RecB et RecD de la recombinaison homologue sont absentes. RecB et RecD font 
partie du complexe RecBCD. Ce complexe est une hélicase et exonucléase (RecD) qui se 
déplace sur l’ADN à partir de son bout 3’ tout en le dégradant, jusqu’à ce quelle rencontre une 
séquence appelée « Chi ». L’activité de RecBCD permet en réalité de fournir un ADN simple 
brin pour RecA. En absence de l’activité exonucléase RecD, la survie du mutant rnhA devient 
dépendante de la recombinaison homologue par la voie alternative RecF (Kogoma et al., 
1993). La survie d’un mutant rnhA est donc dépendante de la recombinaison homologue 
RecBCD et RecFOR (Kogoma et al., 1993). L’induction par les R-loops du processus de 
recombinaison nous suggère que la recombinaison homologue serait un moyen pour éliminer 
les R-loops, avant qu’ils ne causent des dommages aux cellules et n’induisent la réponse SOS. 
Comme la RNase HI est impliquée dans le clivage des fragments d’Okazaki (Murante et al., 
1998; Ogawa et Okazaki, 1984), il se pourrait fort bien que dans un mutant rnhA, ces 







Figure 16 : Rôle des protéines SR ASF/SF2 dans la stabilité génomique chez la levure. 
(A) La transcription en absence d’ASF/SF2 conduit à la formation de R-loops. (B) 










Figure 17 : Mécanisme du CSR déclenché par la formation des R-loops et par l’action de 
l’AID. La formation de R-loop dans les régions S des imunoglobulines fournit un ADN 
simple brin pour l’AID. L’AID enlève un groupement amine sur les cytosines qui deviennent 
alors des uraciles. L’UDG (Uracile Desoxyglycosylase) élimine les uraciles créant ainsi des 
trous dans l’ADN. Il s’en suit un clivage du R-loop et une cassure double brin qui mènent à 








la réponse SOS. Des blocages de fourches de réplication ou des collisions entre ADN 
polymérases causées par la présence de R-loops ou des fragments d’Okazaki stables, 
pourraient être responsables des cassures dans l’ADN et de la perte de matériel génétique 
(Olavarieta et al., 2002; Camps et Loeb, 2005).  En effet, la réponse SOS dans un mutant 
rnhA est plus fortement induite au sein d’un milieu riche car les fourches de réplication sont 
supposées être plus nombreuses (Kogoma et al., 1993). La progression des fourches de 
réplication est inhibée par la transcription chez les levures déficientes en THO (Wellinger et 
al., 2006), suggérant aussi que la formation de R-loops serait capable de causer des arrêts de 
la fourche de réplication.  
 
Dans un mutant rnhA et recG, le système de « Restriction-Modification » (R-M) est fortement 
inhibé. Ceci pour empêcher la mort cellulaire suite au clivage d’ADN non méthylé (Blakely et 
Murray, 2006). Pendant la réplication, le nouveau brin d’ADN synthétisé est temporairement 
non méthylé, ce qui le distingue du brin original et permet au système « Methyl-Directed 
Mismatch repair » de reconnaître des erreurs d’incorporation de nucléotides et de les réparer 
de façon fidèle au brin original. Le R-M est composé d’enzymes possédant deux activités : 
l’une étant une activité de transfert de groupement méthyle sur des séquences d’ADN non 
modifiées, l’autre étant le clivage des séquences d’ADN non modifiées (Roberts et al., 2003). 
Ce système protège la cellule de l’intrusion d’ADN étranger comme par exemple celui des 
phages. Lorsque un ADN est fraîchement synthétisé, comme par exemple pendant la 
réplication ou lorsque l’induction de la réponse SOS permet de repartir la réplication, le R-M 
est immédiatement inhibé suite à la dégradation de l’enzyme de restriction par la protéase 
ClpXP (Thoms et Wackernagel, 1984; Makovets et al., 1999; Blakely et Murray, 2006). Dans 
des mutants rnhA et recG, le R-M est inhibé indiquant que des R-loops seraient à l’origine de 
dommages causés à l’ADN qui induisent l’apparition de nouveaux brins d’ADN, grâce à des 
mécanismes de recombinaison associés à la réplication (Blakely et Murray, 2006).  
 
6.7 Les R-loops et leurs effets sur l’expression génique 
 
La plupart des bactéries qui vivent dans l’environnement sont constamment soumises à des 
stress, comme par exemple le manque de nourriture disponible ou des conditions physiques et 
chimiques extrêmes. Les stress peuvent être classés par rapport à leur degré de sévérité. Dans 
un stress mineur, la croissance est affectée mais continue à un rythme identique une fois que 
les cellules se sont adaptées. Dans un stress sévère, les cellules peuvent toujours s’adapter 
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mais la croissance cellulaire est fortement diminuée. Dans un stress extrême, la croissance 
cellulaire cesse et les cellules sont en mode de survie. Dans un stress létal, la mort de 
nombreux individus est constatée. L’adaptation des bactéries aux stress passe par une réponse 
physiologique hautement régulée et spécifique à chaque stress. La survie des bactéries aux 
stress dépend de l’état dans lequel se trouve les cellules avant qu’elles soient soumises aux 
stress. Lors de l’adaptation aux stress, la réponse physiologique inclut l’expression de 
nombreux gènes par l’intermédiaire d’une régulation au niveau transcriptionnelle et 
traductionnelle. Des cellules déficientes en topoisomérase I ont un taux de survie fortement 
diminué lorsqu’elles sont soumises à un stress létal de type oxydatif ou de très haute 
température (51°C) (Tse Dinh, 2000; Qi et al., 1999). Lors d’un stress sévère à 42 °C, la 
production de protéines de stress DnaK et GroEL est diminuée en absence de topoisomérase I 
(Qi et al., 1996). Lorsque ces mutants sont préalablement incubés à 42 °C avant le stress de 
51 °C, ils survivent aussi bien que des cellules de type sauvage (Qi et al., 1999). Ces cellules 
topoisomérase I déficientes ne sont donc pas capables de s’adapter rapidement à un stress de 
haute température à 51 °C. Par contre, en les laissant un certain temps à une température non 
létale de 42°C, une préadaptation est possible. La formation de R-loops en absence de 
topoisomérase I semble être responsable de l’inhibition de l’expression de protéines de stress 
car la surproduction de la RNase HI corrige le problème de synthèse de ces protéines de stress 
et améliore grandement la survie de ces cellules à 42 °C, 52 °C et lors d’un stress oxydatif 
(Cheng et al., 2003b).  
 
Un défaut de croissance lié à la formation de R-loops a également été observé dans ces 
cellules déficientes en topoisomérase I (Drolet et al., 1995). Le degré de correction du défaut 
de croissance du mutant topA est proportionnel à la concentration cellulaire de RNase HI. 
Plus la concentration de RNase HI augmente, plus la croissance est améliorée (Drolet et al., 
1995). De plus, l’accumulation d’hypersurenroulement négatif à cause des R-loops corrèle 
avec l’inhibition de la croissance à basse température (Massé et Drolet, 1999c). Ces défauts 
de croissance liés à la formation de R-loops ne sont pas causés par le cSDR, ni dus à 
l’induction de la réponse SOS ou d’autres formes de recombinaison associées à la réplication. 
En effet, dans un mutant topA aucun de ces phénomènes n’a été détecté (Drolet et al., 2003). 
Les défauts de croissance liés à la formation de R-loops semblent plutôt être causés par un 
défaut de l’expression génique. L’inhibition de l’expression génique dans un mutant topA se 
reflète par l’accumulation d’ARNm et d’ARN ribosomaux (ARNr) incomplets, en proportion 
plus importante que celle d’ARNm et d’ARNr de pleine longueur (Baaklini et al., 2004; 
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Hraiky et al., 2000). La surproduction de la RNase HI qui rétablit la croissance, élimine aussi 
l’accumulation d’ARNm et d’ARNr incomplets tout en favorisant la production d’ARN de 
pleine longueur (Baaklini et al., 2004). La difficulté à produire des ARNm de pleine longueur 
et l’apparition d’ARN incomplets corrèle parfaitement avec l’inhibition de la croissance. En 
effet, la surproduction de la RNase HI qui favorise la production d’ARNm de pleine longueur 
au détriment d’ARNm incomplets, rétablit aussi la croissance. Aussi, les ARNm incomplets 
sont présents seulement lorsque la croissance est inhibée. Lorsque la croissance qui etait 
arrêtée reprend, les ARNm incomplets disparaissent alors au profit de la réapparition 
d’ARNm de pleine longueur (Baaklini et al., 2004).   
 
7. Projet de recherche 
 
Le but de ma thèse est d’élucider le ou les mécanismes par lesquels la formation de R-loops 
pourrait inhiber l’expression génique et la croissance bactérienne. Au cours de notre étude, 
nous avons utilisé deux types de souches bactériennes qui ont la particularité de former des R-
loops. Une des souches est déficiente en topoisomérase I (topA) et possède une mutation 
compensatoire et thermosensible dans de le gène gyrB (gyrB(Ts)) (Drolet et al., 1995), alors 
que l’autre souche est déficiente en RNase HI (rnhA) (Ogawa et al., 1984).   
 
Pour la souche topA gyrB(Ts) qui pousse à 37 °C (température permissive pour la croissance), 
la croissance est possible grâce à l’expression de la mutation gyrB(Ts) qui rend moins efficace 
l’activité d’introduction de surenroulement négatif de la gyrase. À cette température, le niveau 
de surenroulement négatif de l’ADN est tolérable en absence de topoisomérase I car il est 
inférieur à celui d’une cellule de type sauvage (Drolet et al., 1995). À 28 °C (température non 
permissive pour la croissance), la mutation gyrB(Ts) ne s’exprime plus et la gyrase redevient 
pleinement active (Steck et Drlica, 1984), favorisant alors l’augmentation du surenroulement 
négatif de l’ADN. À 28 °C, le mutant se comporte alors comme un simple mutant topA, c'est-
à-dire qu’il accumule du surenroulement négatif et forme des R-loops (Drolet et al., 1995). La 
croissance du double mutant topA gyrB(Ts) peut donc se dérouler à une température 
permissive de 37 °C, avant qu’il ne soit transféré à une température non permissive de 28 °C 
pour étudier les effets de la formation de R-loops sur la croissance (Drolet et al., 1995). Pour 
démontrer que les effets observés en absence de topoisomérase I sont causés par la formation 
de R-loops, on surproduit en trans la RNase HI et on s’attend à la disparition de ces effets.  
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En utilisant ce modèle expérimental, Hraiky et ces collègues ont démontré que des R-loops 
formés dans le mutant topA gyrB(Ts) inhibaient la synthèse des ARN ribosomaux (ARNr) 
durant l’étape d’élongation de la transcription (Hraiky et al., 2000). Cette inhibition de la 
synthèse des ARN ribosomaux pourrait expliquer en partie l’inhibition de la croissance car 
elle serait susceptible d’engendrer des problèmes de synthèse protéique. Les ARNr 
incomplets produits étant assez stables (détectés 30 minutes après l’ajout de rifampicine), il a 
été proposé que des blocages de la transcription causés par la formation de R-loops seraient à 
l’origine de la production d’ARNr incomplets. Le modèle suggéré suppose qu’un R-loop 
serait capable de bloquer la progression des ARN polymérases au début de l’opéron rrnB, au 
niveau de la séquence « leader » riche en GC dont on sait qu’elle est sujette à la formation de 
R-loops (Massé et Drolet, 1997). Un blocage de la transcription peut se définir comme un 
ralentissement ou un arrêt de la progression de l’ARN polymérase, lorsque cette dernière 
rencontre un obstacle sur l’ADN. En 2004, nous avons également démontré que la croissance 
du double mutant topA gyrB(Ts) qui est normale à 37 °C, cesse immédiatement après le 
transfert à 28 °C (Baaklini et al., 2004). Cet arrêt de la croissance n’est pas permanent car 
celle-ci reprend après un certain temps à un taux cependant plus faible qu’une souche 
isogénique gyrB(Ts). Lors de l’arrêt de la croissance à 28 °C, nous avons constaté une 
inhibition de la synthèse protéique de novo associée à un défaut dans la synthèse des ARNm. 
Les défauts de synthèse constatés pour plusieurs ARNm (lacZ, yhdG-fis, crp) sont similaires à 
ceux observés pour les ARNr. En effet, des ARNm incomplets en proportion plus importante 
que celle des ARNm de pleine longueur ont tendance à s’accumuler. Pour démontrer que le 
manque d’ARNm de pleine longueur n’était pas dû à une baisse de l’initiation de la 
transcription, des expériences d’extension d’amorces ont alors été réalisées. L’inhibition de la 
transcription des ARNm dans le double mutant topA gyrB(Ts) avait donc eu lieu durant 
l’étape de l’élongation de la transcription. Ces résultats nous ont donc suggéré que l’arrêt de 
la croissance a été causé par une inhibition de la synthèse protéique, elle-même engendrée par 
un défaut dans la production d’ARNm et d’ARNr de pleine longueur. Ceci fut confirmé par : 
(1) l’incapacité du mutant à induire la réponse ppGpp RelA-dépendante à 28 °C, laquelle est 
induite lorsque le site de l’ARN de transfert sur le ribosome est non chargé soit à cause d’une 
pénurie d’ARNt ou d’ARNm, et (2), par la présence d’ARNm incomplets seulement lorsque 
la croissance est inhibée. La formation de R-loops est bien responsable de ces effets, car la 
surproduction de la RNase HI corrige très bien tous ces phénotypes. Elle favorise en effet la 
production d’ARNm de pleine longueur, elle rétablit la synthèse protéique et permet la 
croissance. L’effet majeur de la surproduction de la RNase HI dans le mutant topA gyrB(Ts) 
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semble être directement lié à la production d’ARNm de pleine longueur. Même lorsque toute 
synthèse protéique de novo est inhibée par l’ajout d’un antibiotique telle que la 
spectinomycine, la surproduction de la RNase HI favorise toujours la synthèse d’ARNm de 
pleine longueur. Les R-loops formés en absence de topoisomérase I devraient donc être 
responsables de la production d’ARNm incomplets en défaveur de celle d’ARNm de pleine 
longueur. Ceci aurait pour conséquence d’inhiber l’expression génique et donc la croissance.  
 
En parallèle avec ces travaux publiés en 2004, nous avons aussi démontré pour la première 
fois que dans le mutant dépourvu de RNase HI (mutant rnhA), les R-loops peuvent aussi 
causer une inhibition de l’expression génique. Dans ces mutants, il est surtout connu que les 
R-loops sont à l’origine du cSDR et de la réponse SOS. Pour expliquer cette inhibition de 
l’expression génique on pourrait penser à plusieurs possibilités. Les phénomènes de 
recombinaison associés à la réplication déclenchés par les R-loops dans le mutant rnhA 
pourraient induire une inhibition de l’expression génique, soit en consituant un obstacle au 
processus de transcription ou en modifiant le surenroulement de l’ADN (Camps et Loeb, 
2005). Il se pourrait aussi que des R-loops du mutant rnhA conduisent à la production 
d’ARNm et d’ARNr incomplets au détriment d’ARN pleine longueur de façon similaire qu’en 
absence de topoisomérase I. Dans ce cas, la croissance du mutant rnhA serait altérée, de 
même que sa résistance aux stress de hautes températures et oxydatifs pourrait être diminuée.  
 
Malgré l’avancée majeure dans la compréhension des effets des R-loops sur la croissance du 
mutant topA, plusieurs questions sont restées sans réponses. Premièrement, on ne sait toujours 
pas de quelle façon les R-loops génèrent des produits d’ARNr et d’ARNm incomplets. Ceci 
pourrait être le résultat de blocages transcriptionnels comme le suggère l’étude sur les ARNr 
(Hraiky et al., 2000). Deuxièmement, on ne sait non plus de quelle façon la formation de R-
loops conduit à l’inhibition de la synthèse protéique de novo. Est-ce la conséquence de la 
production de ribosomes défectueux causée par les défauts de synthèse dans l’ARNr, 
combinée à la difficulté à produire des ARNm de pleines longueurs ? Troisièmement, s’il 
semble évident que l’effet majeur de la surproduction de la RNase HI est de permettre la 
production d’ARN de pleine longueur, comment cela est-il possible, puisque cette enzyme 
possède une activité de dégradation de l’ARN ? Finalement, nous avons constaté que la 
croissance du mutant topA gyrB(Ts) s’arrêtait immédiatement après le transfert de 37 °C à 28 
°C puis reprenait après un certain temps à un taux très faible. Si la réactivation de la gyrase à 
28 °C est responsable de l’accumulation de surenroulement négatif qui déclenche la formation 
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de R-loops, pourquoi alors la croissance est-elle capable de reprendre à 28 °C malgré le fait 
qu’à cette température, la gyrase devrait rester pleinement active ? Il serait donc important de 
chercher à comprendre ce qui permet la reprise de la croissance car cela nous renseignerait sur 
la nature du stress subi par les cellules, et sur les moyens dont la cellule disposerait pour 
contrer la formation des R-loops. Ceci nous permettrait également de mieux comprendre 
comment les R-loops pourraient se former.  
 
Par l’entremise de mon projet de doctorat, j’ai tenté de répondre à ces nombreuses questions. 
Afin d’avoir une meilleure idée générale sur l’effet des R-loops sur l’expression génique et, 
pour mieux supporter l’ensemble de nos résultats, nous avons étudié ce phénomène dans deux 
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Dans cet article, j’ai effectué l’ensemble des travaux sur les ribosomes et sur les ARN 
messagers (ARNm) associés aux ribosomes. Il s’agit des expériences de fonctionnalité des 
ribosomes, des profils de ribosomes et de l’extraction des ARNm associés aux différentes 
fractions de ribosomes. La méthode utilisée pour extraire les ARNm des fractions de 
ribosomes est une technique originale que j’ai développée. J’ai également effectué 
l’expérience de cinétique de synthèse protéique ainsi que le Northern blot de fis montrant la 
stabilité de cet ARNm. De nombreux autres résultats non montrés furent également obtenus 
pour appuyer les résultats présentés dans cet article. Il s’agit de Northern blots de crp et 
d’autres ARNm, d’immunoprécipitation de CRP, de l’étude du tmRNA dans la production 
d’ARN incomplets et dans l’inhibition de la synthèse protéique et de l’étude du facteur de 

























Chez E.coli, l’hypersurenroulement négatif induit par la transcription est particulièrement 
présent dans des cellules déficientes en topoisomérase I (topA). L’impact que peut voir la 
présence d’hypersurenroulement négatif sur la physiologie cellulaire demeure encore obscur. 
Lors d’une chute de température, un arrêt de la croissance et à une accumulation 
d’hypersurenroulement négatif sont observés dans le mutant topA. Ces deux événements sont 
encore plus prononcés lorsque la température est plus basse. La surproduction de la RNase 
HI, une enzyme qui élimine les R-loops, corrige ces deux phénotypes. Alors que l’activité des 
extraits de ribosomes est normale quand la croissance est arrêtée, les ARNm de fis sont en 
nombre très réduit et ceux de crp sont courts, les polysomes sont relativement moins 
nombreux que les monosomes, et la synthèse protéique diminue considérablement comme le 
montre le ratio de protéine de haut poids moléculaire sur celles de faible poids moléculaire. 
Nous observons également que le processus de maturation et de dégradation sont les deux 
altérés pour les ARNm de fis et de lacA. L’ensemble de ces résultats suggèrent que les ARN 
sont dégradés lors de l’inhibition de la croissance. Les effets observés ne sont pas atténués par 
une mutation de la RNase E, ce qui signifie que cette endoribonucléase n’est pas impliquée 
dans le défaut de maturation de l’ARN. L’ajout de spectinomycine, un inhibiteur de la 
synthèse protéique, ne change pas non plus ces effets, ce qui appuie l’idée qu’ils ne sont pas 
causés par l’activité de ribonucléases. Nous montrons aussi que des R-loops se forment en 
très grand nombre lors de la transcription in vitro d’un plasmide hypersurenroulé 
négativement. Pour la première fois, nos résultats nous permettent de proposer un modèle qui 
expliquerait comment l’hypersurenroulement négatif peut inhiber la croissance.  Dans ce 
modèle, la gyrase favorise l’accumulation d’hypersurenroulement négatif qui conduit alors à 
la dégradation de l’ARN, et la surproduction de la RNase HI limite l’accumulation 








Transcription-induced hypernegative supercoiling is a hallmark of E. coli topoisomerase I (topA) 
mutants. However, its physiological significance has remained unclear. Temperature downshift of 
mutant gave transient growth arrest and a parallel increase in hypernegative supercoiling that was 
more severe with lower temperature. Both properties were alleviated by overexpression of RNase 
HI. While ribosomes in extracts showed normal activity when obtained during growth arrest, 
mRNA on ribosomes was reduced for fis and shorter for crp, polysomes were much less abundant 
relative to monosomes, and protein synthesis rate dropped, as did the ratio of large to small 
proteins. Altered processing and degradation of lacA and fis mRNA was also observed. These data 
are consistent with truncation of mRNA during growth arrest. These effects were unaffected by a 
mutation in the gene encoding RNase E, indicating that this endonuclease is not involved in the 
abnormal mRNA processing. They were also unaffected by spectinomycin, an inhibitor of protein 
synthesis, which argued against induction of ribonuclease activity. In vitro transcription revealed 
that R-loop formation is more extensive on hypernegatively supercoiled templates. These results 
allow us, for the first time, to present a model by which hypernegative supercoiling inhibits growth. 
In this model, the introduction of hypernegative supercoiling by gyrase facilitates degradation of 
nascent RNA; overproduction of RNase HI limits the accumulation of hypernegative supercoiling, 




DNA supercoiling is tightly regulated by opposing enzymatic activities in bacterial cells. 
DNA gyrase, encoded by gyrA and gyrB, introduces (12, 13) and maintains (8) negative 
supercoiling, while topoisomerase I (topA) and topoisomerase IV (parC and parE) remove excess 
negative supercoiling (37, 41, 49). Too much negative supercoiling can be detrimental to cell 
growth, as initially revealed by genetic studies in which topA null mutants of Escherichia coli were 
found to carry compensatory gyrA or gyrB mutations that reduced chromosomal supercoiling (7, 
37). Plasmid DNA extracted from these topA null mutants had very high levels of negative 
supercoiling (35). pBR322 topoisomers that could not be resolved by conventional agarose gel 
electrophoresis in the presence of chloroquine, a DNA-intercalating dye, were described by the 
term “hypernegative supercoiling” (35). Such topoisomers had a superhelical density that was more 
than twice the average seen with wild-type cells (35).  
Hypernegative supercoiling was attributed to transcription of the tetA gene on pBR322 (36) 
and was explained by the twin-domain model in which a moving transcription complex generates 
negative supercoiling behind the complex and positive supercoiling in front of the complex (22). 
By removing the positive supercoils in the absence of topoisomerase I, DNA gyrase generates 
hypernegatively supercoiled DNA. Hypernegative supercoiling is particularly evident in plasmids 
carrying genes encoding membrane-bound proteins such as TetA (23, 25), presumably because 
coupled transcription-translation and membrane anchorage of nascent protein restrict DNA rotation.  
A requirement for membrane anchorage is bypassed if coupled transcription-translation originates 
from very strong promoters, such as the hybrid Tac promoter (40) or, as shown more recently, from 
a promoter recognized by T7 RNA polymerase (38). In each of these cases, the physiological 
significance of hypernegative supercoiling is unclear, as no phenotype is attributed to it.  More 
importantly, hypernegative supercoiling is observed under conditions permissive for the growth of 
topA null mutants.  
In contrast, when cells are downshifted from 37 to 28 °C and below, hypernegative 
supercoiling in topA null mutants correlates with growth inhibition (28, 30). This is most evident 
when topA null cells also carry a gyrB(Ts) allele that allows gyrase re-activation after temperature 
downshift (28, 30). In this situation, hypernegative supercoiling depends on transcription, but not 
translation. Moreover, it is not restricted to genes expressed from very strong promoters. Instead, 
downshift-based hypernegative supercoiling is related to R-loop formation coupled to gyrase 
activity (10, 29, 33). Overproduction of RNase HI, an enzyme that degrades the RNA of R-loops, 
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compensates for the growth defects of topA null mutants and reduces hypernegative supercoiling 
associated with temperature downshifts (11).   
We recently used topA null gyrB(Ts) strains to study the physiological consequences of 
temperature downshifts in the absence of topoisomerase I (2). Transient growth inhibition 
correlated with both a reduction in rate of protein synthesis and with accumulation of truncated 
RNAs at the expense of normal full-length RNAs, phenotypes that were corrected by RNase HI 
overproduction (2). Since supercoiling measurements were not included in this work, whether and 
how these phenotypes are related to hypernegative supercoiling is unknown. The effect of RNase 
HI overproduction was explained in the context of local transcription-induced negative supercoiling 
without considering the global supercoiling level during the temperature downshift. We proposed 
that transcription-induced negative supercoiling promoted R-loop formation. The R-loops, when 
not removed rapidly by RNase HI, might act as roadblocks for subsequent transcribing RNA 
polymerases, thereby leading to accumulation of shorter than full-length RNAs (2). According to 
this model, RNase HI overproduction, by continuously removing R-loops, would lead to substantial 
RNA degradation, which was not the case (2). Moreover, R-loops might turn over too rapidly to act 
as roadblocks for the majority of genes, since most E. coli genes are transcribed at low rates (45). 
Thus an alternate explanation is required. 
The present study showed that RNA degradation associated with hypernegative supercoiling 
was probably responsible for the growth inhibition of topA null mutants. By limiting the 
accumulation of hypernegative supercoiling, RNase HI overproduction prevented RNA 
degradation.  When the level of RNase HI was low, as in wild-type cells, hypernegative 
supercoiling accumulated, which led to extensive R-loop formation and RNA degradation. Thus, 
cells unable to keep supercoiling from reaching unacceptably high levels are compromised in the 









4. MATERIALS AND METHODS  
 
E. coli strains and plasmids. Escherichia coli strains used in this work are described in Table 1. 
The rneΔ14 derivatives of RFM445 and RFM475 were constructed by transduction with P1vir 
phage (32) grown on AC28 (MC1061, zce-726::Tn10, rneΔ14 (aaΔ 636-845), obtained from A.J. 
Carpousis; 19). Tetracycline resistant transductants were selected, and the presence of the rneΔ14 
mutation was confirmed by PCR using the RNE1 d(CTGGAAATGTCCCGTCAG) and RNE2 
d(CACTTCCGGTTGCGGTTC) oligonucleotides. The chromosomal lac fusion was obtained by 
using the system previously described by Simons et al. (39). pMD217 has been previously 
described (31). This pTrc99a derivatives contain a boxA antitermination regulatory sequence 
inserted immediately downstream of the IPTG-inducible Ptrc promoter. Oligonucleotides 
d(GCATAGATCTGCATTTACGTTGACACC) and 
d(CTGAAGATCTATCCGCCAAAACAGCC) were used in a PCR reaction (Pfu polymerase from 
Stratagene) with pMD217 to amplify a DNA segment located between nucleotides 2982 and 327 of 
the pTrc99a sequence. This region also includes the lacIq gene. The PCR product was digested with 
BglII (BglII sites are present in both oligonucleotides) and cloned in pRS550 digested with BamHI 
to place the lac operon of pRS550 under the control of the Ptrc promoter. Sequencing was 
performed to confirm the integrity of the fusion. The fusion was transferred to the chromosome by 
using λRS45 phage as described (39). Single copy integrations were confirmed by PCR as 
previously performed (34). pSK760 is a pBR322 derivative carrying the wild-type rnhA gene (11). 
pEM001 and pEM003 are pACYC184 derivatives that carry, respectively, the wild-type rnhA gene, 
or a mutated and inactive version of this gene (31). pMD306 is a pMD217 derivative carrying the 
567 bp HindIII fragment from the rrnB operon downstream of the Ptrc promoter (31). 
Media and growth conditions. Cells were grown in VB Casa (Vogel-Bonner) minimal medium 
(11) supplemented with casamino acids (0.1%), glucose (0.2%), required amino acids (0.5%), 
thiamine (5 μg/ml), thymine (10 μg/ml). When needed, kanamycin was added to 25 μg/ml, 
chloramphenicol to 30 μg/ml, tetracycline to 10 μg/ml and ampicillin to 50 μg/ml.  
Preparation of S30 extracts and in vitro translation experiments. S30 extracts from cells grown 
at 37 oC and transferred or not to 28 oC for 20 minutes, were prepared as described previously (27), 
aliquoted and stored at -80°C. In vitro translation experiments using the S30 extracts were 
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performed essentially according to a protocol from Promega (Technical bulletin TB219). The 
equivalent of 0.6 A260 of S30 extracts were used in the in vitro translation reactions with either 4 μg 
of phage MS2 RNA template (from Roche Applied Sciences) or 10 μg of poly(U) RNA template 
(from GE Healthcare). When MS2 mRNA template was used, the reaction contained 20 μl of the 
S30 premix solution without amino acids (Promega), 15 μCi (1μl) of L-[35S] methionine (GE 
healthcare) and 5 μl of the amino acids minus methionine mix (Promega). When poly(U) RNA 
template was used, the reaction contained 20 μl of the S30 premix solution without amino acids 
(Promega) and 0.25 μCi (5μl) of L-[14C]phenylalanine (GE Healthcare). To measure the translation 
background activity in the S30 extracts, MS2 mRNA and poly(U) RNA were omitted in some 
reactions. After 1 hour of incubation at either 37 oC or 28 oC, 3 ml of NaOH (1M) were added and 
the reactions were incubated on ice for 10 minutes. The reaction products were precipitated by 
adding 10 ml of an ice-cold solution containing 25% TCA (Tricholoracetic acid) and 2% casamino 
acids, and by incubating the tubes on ice for 30 minutes. The samples were deposited on 25 mm 
GF/B glass microfibre filters (Whatman), washed 3 times with 5% TCA and twice with 95% 
ethanol by using the Millipore 1225 sampling manifold system (Millipore). The filters were then 
dried at room temperature for 10 minutes. Filters were transferred to vials containing 10 ml of 
Cytoscint (MP Biomedicals) and L-[35S] methionine or L-[14C]phenylalanine incorporation was 
measured in a scintillation counter (Beckman LS 6000 SC).  
Sucrose density gradient fractionation of ribosomes and mRNA analysis. Cells were grown to 
log phase (OD600 of ~0.5- 0.6) at 37 oC and transferred to 28 oC for 20 minutes. After exposure to 
400 μg of chloramphenicol for 2 minutes, the cells were chilled briefly on ice and pelleted by 
centrifugation at 4000 rpm for 20 minutes at 4 oC (Beckman J2-MI, JA-14 rotor). They were then 
resuspended in 10 ml of lysis buffer without lysozyme (25 mM Tris-HCl pH 7.6, 60 mM KCl, 10 
mM MgCl2, 20% sucrose), centrifuged at 4000 rpm for 10 minutes at 4 oC, resuspended in 500 μl 
of lysis buffer containing lysozyme (5 mg/ml) and stored at -80 oC. The cells were lysed by three 
rounds of freeze-thaw. 100 μl of 1% sodium deoxycholate, 50 μl of 6% Brij-58 and 20 units of 
RNase free DNase I (Roche Applied Sciences) were added to the lysates before incubating them on 
ice for 10 minutes. The lysates were clarified by centrifugation at 13000 rpm for 15 minutes at 4 
oC. The equivalent of 35 OD260 units were layered on 10-40% sucrose gradients made in 20 mM 
Tris-HCl pH 7.8, 10 mM MgCl2, 100 mM NH4Cl, 2 mM DTT and the gradients were centrifuged in 
a Beckman SW41 rotor at 35000 rpm for 3 hours at 4 oC. After centrifugation the gradients were 
connected to a density gradient fractionation system (ISCO), fractionated and recorded (ISCO UA-
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The gradients were fractionated into 1 ml fractions from which RNAs were recovered by 
first adding three volumes of 100% ethanol.  After 1 hour at -80 oC, RNAs were pelleted by 
centrifugation at 13000 rpm for 15 minutes. The pellets were dried and resuspended in 50 μl of 
RNase-free deionized water. 300 μl of a solution made of 1.2 % SDS, 2.3 mM EDTA, 46.6 mM 
Na-Acetate pH 5.5 and 100 μg of proteinase K (Roche Applied Sciences) were then added before 
the mixtures were incubated for 30 minutes at 65 oC. RNAs from the mixtures were obtained by 
means of phenol chloroform (1:1) extraction and ethanol precipitation. Each RNA preparation was 
dissolved in 20 μl of RNase-free deionized water and stored at -80 °C. Northern blots were 
performed as described (14). The membranes were probed with the appropriate random prime-
labelled DNA fragments obtained by PCR by using d(GGACGTCACATTACCGTGC) and 
d(GCACGTACCCATGCGCTACG) oligonucleotides for crp, d(GGCTGGCATTACAGACAG) 
and d(CTCTTCGCAGTTACGGTG) oligonucleotides for yhdG, and 
d(GAGCTGACAGAACTATGT) and d(CGCAGCGTACCACGGTTG) oligonucleotides for fis. 
Bands were detected by using a Phosphorimager Typhoon 9400 (GE Healthcare) with the 
ImageQuant image analysis software (Molecular Dynamics).     
Time course of L-[35S]cysteine incorporation. Cells were grown to log phase (OD600 of ~0.5- 0.6) 
at 37 °C and transferred to 28 °C. After 20 minutes of incubation, 10 μCi/ml of L-[35S]cysteine (GE 
Healthcare) were added to the cells. Aliquot of cells (500 μl) were recovered at various times as 
indicated and mixed with the same volume of cold non-radioactive cysteine (0.5%). After 10 
minutes on ice the cells were recovered by centrifugation and resuspended in sodium dodecyl 
sulphate (SDS) loading buffer for lysis by boiling. The proteins were separated by SDS-
polyacrylamide (10 %) gel electrophoresis and transferred to a nitrocellulose membrane (Hybond-
ECL, GE Healthcare). Bands were detected and quantified by using a Phosphorimager Typhoon 
9400 (GE Healthcare) with the ImageQuant image analysis software (Molecular Dynamics). 
Plasmid extraction for supercoiling analysis. Cells were grown overnight at 37 °C and diluted to 
an OD600 of 0.06 in prewarmed medium. They were grown to an OD600 of ~0.5 at which time an 
aliquot of cells was recovered for plasmid extraction while the remaining culture was transferred to 
the indicated temperature. Aliquots of cells were recovered for plasmid extractions at various times 
as indicated. Growth was arrested by transferring cells into a tube filled with ice, thus immediately 
lowering the temperature of the culture to 0 oC. Plasmid DNAs were extracted by alkaline lysis as 
previously described (31).  
Plasmid topoisomer analysis. Agarose gel electrophoresis in the presence of chloroquine was 
performed in 0.5 x TBE as described previously (31). After electrophoresis, the gels were dried and 
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prepared for in situ hybridization (31) with a random prime-labelled probe corresponding to the bla 
gene of pMD306. Band densities of topoisomers were quantified using a Phosphorimager Typhoon 
9400 (GE Healthcare) with the ImageQuant image analysis software (Molecular Dynamics). 
RNA extraction from cell cultures. RNA extraction from growing cells was performed by using 
TRIZOL reagent (Invitrogen) as described (2). Northern blots of RNA samples separated by 
electrophoresis in 1.2 % agarose gels containing formaldehyde were performed as described (14). 
End-labelled FIS 3’ oligonucleotide (2) was used to detect fis mRNA (Fig. 5). lacZ mRNA was 
detected by using a random prime-labelled probe obtained by PCR using the oligonucleotides 
LACPCR5, d(CCGTCATAGCGATAACG) and LACPCR3, d(GCTGTTGACTGTAGCGG). lacA 
mRNA was detected by using a random prime-labelled probe obtained by PCR using the 
oligonucleotides LACA5’, d(GATCGCATTGAACATGCC) and LACA3’, 
d(CCGGTCGTTTATTTCGCG). Bands were detected by using a Phosphorimager Typhoon 9400 
(GE Healthcare) with ImageQuant image analysis software (Molecular Dynamics). 
R-loop formation in vitro. pJP461 (33) and pTW120 (48) were purified from DH5α cells by using 
the Plasmid Midi Kit (Qiagen). Hypernegatively supercoiled templates were prepared by 
transcription in the presence of DNA gyrase (John Innes Enterprises Ltd) as described (33). 
Following electrophoresis in agarose gel containing 7.5 μg/ml chloroquine, we were able to 
estimate that more than 90% of the topoisomers were hypernegatively supercoiled (migration at the 
bottom of the gel as unresolved topoisomers). Transcription reactions (25 μl) in 40 mM Tris-HCl 
(pH 8.0), 15 mM MgCl2, 50 mM DTT and 0.5 mg/ml BSA were performed in the presence of 20 
units of T3 or T7 RNA polymerase (USB), 0.5 μg of template DNA, 0.4 mM of each NTP and 2 
μCi of both [32P]-ATP and [32P]-UTP (GE Healthcare, 3000 Ci/mmol). When indicated, RNase HI 
(20 ng) was added. Transcription reactions were incubated at 37 oC for 15 minutes. They were 
stopped by adding EDTA to 20 mM final. Samples were treated with 250 ng of RNase A for 1 hour 
at 37 oC. After phenol extraction, the samples were loaded on agarose gels (1%) in TBE buffer for 
electrophoresis. After staining with ethidium bromide and photography under UV light, gels were 
dried and exposed to a storage phosphor screen and RNA bands were revealed by using a 
Phosphorimager Typhoon 9400 (GE Healthcare) with ImageQuant image analysis software 
(Molecular Dynamics).  
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Growth rate of a topA null gyrB(Ts) mutant at low temperature correlates with 
restricted accumulation of hypernegatively supercoiled DNA.  
To better understand the physiology of topA null cells following temperature downshifts, 
supercoiling levels must be measured at regular intervals during and after the transient growth 
inhibition. Indeed, still unknown is if the eventual growth resumption of topA null gyrB(Ts) cells 
accompanied by the accumulation of full-length RNAs (2) is related to changes in supercoiling 
levels. This question is also worth addressing considering the fact that GyrB proteins should remain 
active throughout incubation at low temperatures after the downshift. It is therefore possible that 
hypernegative supercoiling persists following the downshift, thus suggesting that it is not directly 
related to growth inhibition. On the other hand, if hypernegative supercoiling is directly involved in 
growth inhibition, it should be relaxed when growth resumes. 
We asked whether transient growth inhibition is related to hypernegative supercoiling by 
comparing two ΔtopA gyrB (Ts) strains, VU7 and VU8, after a shift from the permissive 
temperature of 37 °C to 28 °C.  Strain VU7 expresses RNase HI from plasmid pEM001; VU8 
carries the vector pEM003 that has a mutated, inactive rnhA gene.  As a supercoil reporter, both 
strains carry pMD306 (pMD306 contains the lacIq gene, which stimulates R-loop-dependent 
hypernegative supercoiling; 4). Cell growth was monitored, and plasmid DNA was extracted at 
various times before and after temperature downshift. To observe hypernegative supercoiling, DNA 
samples were subjected to agarose gel electrophoresis in the presence of the DNA intercalator 
chloroquine. Topoisomers of pMD306 were then detected by hybridization with a specific probe. 
Temperature downshift caused a transient growth arrest (Fig. 1a, squares) and transient 
accumulation of hypernegative supercoils when RNase HI was not overproduced (strain VU8). 
Growth resumed 2 hrs after the shift, and the level of hypernegatively supercoiled DNA dropped. 
Overproduction of RNase HI (strain VU7) prevented significant accumulation of hypernegatively 
supercoiled DNA and growth inhibition (Fig. 1a, diamonds). 
A more severe shift to 26 °C led to a greater accumulation of hypernegative supercoiling.  
Growth inhibition was similar to that observed at 28 °C but with a slightly longer lag (Fig. 1b, 
RNase HI not overproduced, squares). As seen with the shift to 28 °C, resumption of growth was 
accompanied by relaxation of hypernegatively supercoiled DNA.  At 26 °C, overproduction of 
RNase HI failed to completely eliminate excess negative supercoiling, and the growth rate of the 
topA null strain (diamonds) was slightly lower than that of strain RFM445 (triangles), the isogenic 







































Figure 1. Correlation between hypernegative supercoiling and growth inhibition after 
temperature downshifts. Cells were grown at 37 °C to log phase as indicated in Materials and 
Methods before being transferred to 28 °C (a), 26 °C (b) or 21 °C (c). Plasmid DNA from the topA 
null strains was extracted just before the temperature downshift (time 0) and at the indicated times 
after the downshift. DNA was loaded on an agarose gel with 7.5 μg/ml of chloroquine and probed 
to reveal hypernegatively supercoiled pMD306 (top panels). Note that at this chloroquine 
concentration, the more relaxed topoisomers migrate faster, except hypernegatively supercoiled 
DNA, which also migrates rapidly (indicated by [--]). The dot points to a signal reflecting a 
negative supercoiling-dependent structural transition that was previously observed for this plasmid 
following 2-D gel analysis (4, 31). On the top of the gels, + and – respectively indicate that RNase 
HI was overproduced (pEM001) or not overproduced (pEM003). The arrow on the growth curves 
(bottom) indicates the time when growth resumed following the downshifts. VU7 (gyrB(Ts) 




      In an even more severe shift to 21 °C, growth of the topA null strain not overproducing RNase 
HI (VU8) failed to resume, and the high level of hypernegatively supercoiled DNA persisted (Fig. 
1c). In this case, overproduction of RNase HI (VU7) slightly reduced the proportion of 
hypernegatively supercoiled topoisomers, and cells grew, albeit at a significantly lower rate than 
seen with the isogenic topA+ gyrB(Ts) strain (Fig. 1c). Thus, the transient inability of downshifted 
topA null gyrB(Ts) cells to grow and accumulate full-length RNAs was related to hypernegative 
supercoiling. The ability of RNase HI to correct these problems was linked to its capacity to 
restrain hypernegative supercoiling. 
Failure to accumulate full-length RNAs during growth inhibition of topA null gyrB(Ts) 
mutants at low temperature.  We previously showed that rRNA synthesis can be defective in 
topA null gyrB(Ts) mutants (14). Since rRNA transcription and ribosome biogenesis are linked (5, 
20), defective ribosomes could render RNA susceptible to ribonucleases, thus leading to RNA 
degradation (17). We examined the possibility that ribosomes of topA null gyrB(Ts) mutants were 
defective by measuring protein synthesis in S30 extracts from both topA null gyrB(Ts) and isogenic 
topA+ gyrB(Ts) cells. Cells were grown to log phase at 37 °C, and half of each culture was 
transferred to 28 °C. Translation initiation and elongation in S30 extracts were measured by 
following either L-[35S]methionine or L-[14C]phenylalanine incorporation with phage MS2 RNA or 
poly(U) RNA, respectively, as templates. No significant difference was seen between the strains 
irrespective of temperature (data not shown).  We conclude that ribosomes of topA null gyrB(Ts) 
cells are fully functional. 
To further examine RNA features associated with growth inhibition, we examined yhdG-fis 
and crp mRNA (2). Previous work with whole-cell extracts showed that the yhdG-fis operon was 
overexpressed in the topA null gyrB(Ts) mutant at the low, non-permissive temperature and that 
RNAs corresponding to the proximal yhdG gene accumulated, whereas RNAs from the distal fis 
gene were barely detectable (2). In the topA+ strain or in the topA null mutant overproducing RNase 
HI, yhdG-fis operon expression was lower, but RNA corresponding to the distal fis gene was more 
abundant than RNA from the proximal yhdG gene (2).  
To assess translatable RNA we used probes to detect RNA corresponding to the proximal 
yhdG gene and the distal fis gene in various ribosome fractions displayed by sucrose density-
gradient centrifugation. The top panels of Fig. 2a show sedimentation profiles with the numbers 
indicating monosomes (1, one ribosome per mRNA) and polysomes (2, 3, 4; two or more 
ribosomes per mRNA). The relative distribution of yhdG RNA in the fractions was similar in all 
strains. Fig. 2b shows that fis RNA was easily detected in the ribosome fractions of both the topA+ 
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strain and the topA null strain overproducing RNase HI, but such RNA was absent in fractions from 
the topA null strain not overproducing RNase HI.  When present, fis RNA (Fig. 2b), but not yhdG 
RNA (Fig. 2a), was mostly found associated with the ribosomes (monosomes and polysomes), 
which probably reflects a stronger ribosome binding site for fis RNA (a strong ribosome binding 
site is expected for a gene encoding a very abundant protein such as Fis). Thus, less fis RNA was 
ribosome-associated in cells undergoing growth inhibition. 
The crp gene was previously found to be expressed at the same level in all strains at the 
non-permissive temperature (2). However, in the topA null strain not overproducing RNase HI, full-
length crp mRNA was barely detected, while short stable RNAs corresponding to the 5’ portion of 
the gene accumulated. Fig. 3 shows the presence of crp RNA in the ribosome fractions of both 
gyrB(Ts) and topA gyrB(Ts) strains, but with much shorter RNA species detected in the ribosome 
fractions from the topA null strain not overproducing RNase HI (middle panel, lanes 5 to 12). When 
RNase HI was overproduced, longer RNAs were detected (right panel, lanes 5 to 12). 
Figs. 2 and 3 also show that the ribosome profiles of the topA null gyrB(Ts) strain not 
overproducing RNase HI were very different from those of the other strains. Indeed a much larger 
proportion of monosomes were observed; polysomes were barely visible. This result indicated the 
presence of shorter translation-competent RNAs in the topA null gyrB(Ts) cells at the low, non-
permissive temperature. In agreement with this interpretation, the preferential accumulation of 
monosomes was also observed when cellular RNA was extensively degraded due to overproduction 
of the endoribonuclease MazF in E. coli cells (50). 
The failure to accumulate full-length RNAs suggested that protein synthesis would be 
inhibited in downshifted topA null gyrB(Ts) cells. In addition, the accumulation of short 
translatable RNAs at the expense of longer ones would favor the synthesis of small proteins over 
larger ones, as previously observed in cells overproducing the MazF (50) or ChpBK (51) 
endoribonucleases. To examine protein synthesis, proteins were labelled by adding L-[35S]cysteine 
to the cell cultures at 28 °C. Proteins were analyzed by polyacrylamide gel electrophoresis.  We 
confirmed the previous finding (2) that protein synthesis rate is reduced in downshifted topA null 
gyrB(Ts) cells (data not shown). Fig. 4a shows one set of gels that was representative of three 
independent experiments. Ratios of large to small proteins were obtained by quantifying band 
intensities in all lanes in the two areas delimited by the brackets labelled large and small (Fig. 4a, 
left). Fig. 4b shows the results of the three independent experiments and demonstrates that the 
absence of topoisomerase I reduced the large/small ratio of proteins by about 40% at non-
permissive temperature (compare squares, topA+ gyrB(Ts) with triangles, topA gyrB(Ts), for times 


































Figure 2. Association of yhdG and fis mRNAs with ribosomes after a temperature downshift. 
Cells were grown at 37 °C to log phase as indicated in Materials and Methods before being 
transferred to 28 °C. After 20 minutes, cells were recovered for sucrose gradient fractionation of 
ribosomes and mRNA analysis as described in Materials and Methods. Top panels show the 
ribosome profiles (A260) with the numbers pointing to the peaks corresponding to monosomes (1, 
one ribosome per RNA) and to polysomes (2, 3, 4; two or more ribosomes per RNA). The numbers 
below the ribosome profiles correspond to the different fractions from which the RNA was 
extracted. The middle panels show the ethidium bromide stained gels with 23S and 16S rRNA. 
These gels were used for Northern blot analysis as described in Materials and Methods with probes 
corresponding to yhdG (a) or to fis (b). The strains used are MA249 (gyrB(Ts)), MA251 (gyrB(Ts) 


















Figure 3. Association of crp mRNAs with ribosomes after a temperature downshift. Cells were 
grown and recovered for sucrose gradient fractionation of ribosomes and mRNA analysis as 
described in the legend to Figure 2. Top, middle and bottom panels are as described in the legend to 












Figure 4. Protein synthesis after a temperature downshift. Cells were grown at 37 °C to log 
phase before being transferred to 28 °C. After 20 minutes, L-[35S]cysteine was added and aliquots 
were recovered at different times to follow protein synthesis as described in Materials and Methods. 
Samples were analyzed by polyacrylamide gel electrophoresis as described in Materials and 
Methods. Shown in (a) is the result of one experiment. The two area delimited by the brackets 
respectively labelled large and small were chosen to calculate the large/small ratios graphically 
represented in (b) (three independent experiments). MA249 (gyrB(Ts)), □; MA251 (gyrB(Ts) topA), 




Collectively, the data indicate that a failure to accumulate full-length RNAs caused a shortage of 
appropriate templates in topA null gyrB(Ts) cells, thereby leading to protein synthesis impairment 
and growth inhibition. 
Incorrect processing and degradation of fis and lac RNAs in topA null gyrB(Ts) 
mutants at  low temperature.  An inability to accumulate full-length RNAs might be related to 
either premature termination of transcription or to RNA degradation. In previous work, 5’ proximal 
probes were used to address the possibility that topA null gyrB(Ts) cells synthesize truncated RNAs 
at the non-permissive temperature (2). Here, we used probes corresponding to internal regions of 
yhdG-fis and lac operons to address the possibility that RNA is synthesized but degraded in topA 
null gyrB(Ts) cells at the non-permissive temperature.  
yhdG-fis RNA is normally processed by an endonucleolytic cleavage to generate two RNA 
species in which the longer one corresponds to fis and the shorter one to yhdG (3). To follow the 
processing of yhdG-fis RNA at the non-permissive temperature, rifampicin was added to cell 
cultures previously transferred to 28 °C, and RNA was extracted at various times. RNA was then 
probed with an oligonucleotide corresponding to the 3’ end of the fis gene. As expected, yhdG-fis 
RNA was processed to give the RNA carrying fis both in topA+ (Fig. 5, lanes 1 to 6) and in topA- 
cells overproducing RNase HI (Fig. 5, lanes 13 to 18).  However, in topA- cells not overproducing 
RNase HI, yhdG-fis RNA was more slowly processed, a smear was clearly visible, and the RNA 
corresponding to fis was barely detected (Fig. 5, lanes 7 to 12). Thus, fis RNA was synthesized in 
topA- cells not overproducing RNase HI, but it was incorrectly processed. 
We previously used 5’ probes to demonstrate that topA null gyrB(Ts) cells accumulate 
truncated lacZ RNAs at the non-permissive temperature (2). In agreement with this finding, β-
galactosidase synthesis was dramatically reduced in these cells. Here, we used a random-primed 
probe corresponding to the 3’ region of the lacZ gene to detect lacZ RNA degradation. To facilitate 
detection of lac RNAs by Northern blot analysis, we placed the lac operon under control of the 
strong IPTG-inducible Ptrc promoter on the chromosome of isogenic strains. Fig. 6 (top panel) 
shows that lacZ RNA was synthesized but extensively degraded in topA null gyrB(Ts) cells when 
RNase HI is not overproduced (lane 2).  We next followed the synthesis of lacA, the third and last 
member of the lac operon. lacA RNA is normally produced following successive endonucleolytic 
cleavages of lac RNA by RNase P and RNase E in the intergenic region between lacY and lacA 
(21). Fig. 6 (bottom panel) shows accumulation of correctly processed lacA RNA in topA- cells 
overproducing RNase HI (lane 1). However, lacA RNA was detected as a smear in topA- cells not 
overproducing RNase HI (lane 2).  Thus, although lac RNA was synthesized in topA- cells not 
overproducing RNase HI, it was not correctly processed and was degraded, as was the case for fis 
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RNA.  These data indicate that the failure to accumulate full-length RNAs in topA null gyrB(Ts) 
cells is due largely to altered processing and degradation. Extensive R-loop formation could inhibit 
normal RNA processing and instead lead to RNA degradation by RNase HI (see below and 
Discussion). 
RNase E is not responsible for the extensive RNA degradation in topA null gyrB(Ts) 
mutants at  low temperature.  RNase E (rne) is the major endoribonuclease involved in RNA 
degradation in E. coli (18). To examine RNase E involvement in RNA degradation of topA null 
gyrB(Ts) mutants at non-permissive temperature, we introduced the rneΔ14 mutation into isogenic 
topA+ and topA- strains carrying the lac operon under control of the Ptrc promoter (among viable 
rne mutations, rneΔ14 is best able to stabilize the otherwise very unstable lacZ mRNA synthesized 
by T7 RNA polymerase (19)). The rneΔ14 slightly promoted the accumulation of RNA products 
hybridizing to the lacA probe in topA+ cells (Fig. 7, compare lane 1, rne+ with lane 3, rneΔ14). In 
topA- cells, the rneΔ14 mutation promoted accumulation of lacA degradation products but not 
normal lacA RNA (Fig. 7, compare lane 5, rne+ with lane 7, rneΔ14). Thus, RNase E does not 
initiate lacA RNA degradation in topA null gyrB(Ts) mutants at the non-permissive temperature. 
Similar results were obtained for fis RNA (not shown).  
To examine whether extensive RNA degradation requires de novo synthesis of a 
ribonuclease following the temperature downshift, cells were treated with the translation inhibitor, 
spectinomycin, five min before transfer from 37 to 28 °C. Truncated lacA RNAs accumulated 
whether or not spectinomycin was added to cultures of both rne+ and rneΔ14-derivatives of topA 
null mutants (Fig. 7, compare lanes 5 and 7, minus spectinomycin with, respectively, lanes 6 and 8, 
plus spectinomycin).  However, addition of spectinomycin caused a significant reduction in the 
amount of RNA detected with the lacA probe in all strains (Fig. 7, compare lanes 1, 3, 5 and 7, 
minus spectinomycin with, respectively, lanes 2, 4, 6 and 8, plus spectinomycin). We attribute this 
reduction to polarity effects (1, 46), which are expected to more severely affect lacA, the last gene 
of the operon. Moreover, in topA+ cells, the addition of spectinomycin strongly promoted the 
accumulation of larger RNA species (Fig. 7, compare lane 1 with lane 2, respectively minus and 
plus spectinomycin). This is in agreement with the previously described stabilizing effects of 
translation inhibitors on mRNAs due to the titration of RNase E, presumably by unstable rRNAs 
that are overproduced when protein synthesis is inhibited (24). Thus, extensive RNA degradation in 
topA- cells does not require the de novo synthesis of a ribonuclease following the temperature 
downshift. Rather, the temperature downshift may lead to extensive accumulation of RNA 
















Figure 5. Expression and processing of fis mRNAs after a temperature downshift. Cells were 
grown at 37 °C to log phase as indicated in Materials and Methods before being transferred to 28 
°C. After 20 minutes, rifampicin at 250 μg/ml (final concentration) was added to the cells, and the 
RNA was extracted at the indicated time (for time 0 the RNA was extracted immediately before the 
addition of rifampicin). Ten μg of RNA samples were used for Northern blot analysis with an 
oligonucleotide probe hybridizing to fis as described in Materials and Methods. The strains used are 
MA249 (gyrB(Ts)), MA251 (gyrB(Ts) topA) and IB34 (gyrB(Ts) topA/pSK760). + RNase HI 







Figure 6. Expression and processing of lac mRNAs after a temperature downshift. Cells were 
grown at 37 °C to log phase as indicated in Materials and Methods before being transferred to 28 
°C. Five minutes following this transfer, IPTG was added to 1 mM to induce lac expression from 
the chromosomal Ptrc-lac fusion, and 30 minutes later aliquots of the cell cultures were taken for 
RNA extraction. The strains used are PS66 (gyrB(Ts) topA Δ(lacIq-Ptrc-lac)/pEM001) and PS68 
(gyrB(Ts) topA Δ(lacIq-Ptrc-lac)/pEM003). + and – respectively indicate that RNase HI was 
overproduced (pEM001) or not overproduced (pEM003). Fifteen μg of RNA were used for 
Northern blot analysis with random prime-labelled probes hybridizing to lacZ (top panel) or lacA 












Figure 7. The effects of rneΔ14 and spectinomycin on the processing of lacA mRNAs after a 
temperature downshift. Cells were grown at 37 °C to log phase as indicated in Materials and 
Methods. Spectinomycin (final concentration, 400 μg/ml) was added to one-half of the culture and 
5 minutes later the cells were transferred to 28 °C. Five minutes following this transfer, IPTG was 
added to 1 mM to induce lac expression from the chromosomal Ptrc-lac fusion, and 30 minutes 
later aliquots of the cell cultures were taken for RNA extraction. The strains used are PS63 
(gyrB(Ts) topA Δ(lacIq-Ptrc-lac), PS64 (gyrB(Ts) Δ(lacIq-Ptrc-lac), PS123 (gyrB(Ts) topA Δ(lacIq-
Ptrc-lac rneΔ14) and PS126 (gyrB(Ts) Δ(lacIq-Ptrc-lac rneΔ14). Spc is spectinomycin. 
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In vitro transcription of hypernegatively supercoiled templates leads to extensive R-
loop formation. The observation that growth resumption coincided with DNA relaxation suggested 
that hypernegative supercoiling is tightly linked to RNA degradation. Furthermore, DNA 
supercoiling can directly affect RNA features only by acting during transcription. Based on 
experimental evidence, we recently proposed a self-promoting cycle of R-loop formation involving 
gyrase and RNase HI that ultimately leads to hypernegative supercoiling. In this model, 
transcription of hypernegatively supercoiled templates leads to extensive and non-sequence specific 
R-loop formation (9). 
Two plasmids were examined that allowed transcription of a cloned DNA insert from either 
the physiological or the reverse orientation by the use of T7 or T3 RNA polymerase, respectively. 
Plasmid pJP461, which carries the 567 bp HindIII fragment of the E. coli rrnB operon, exhibits a 
small amount of R-loop formation in its physiological orientation (31, 33).  A second plasmid, 
pTW120 (48), carries 41 highly G-rich repeats of the mouse Sγ3 class switch region that allow 
efficient formation of stable R-loops (6, 15, 47, 48).  Stable R-loops significantly formed on 
templates having wild-type supercoiling levels only when the 41 repeats of the mouse Sγ3 class 
switch region were transcribed in their physiological, G-rich orientation, as shown by the RNase 
HI-sensitive gel retardation of pTW120 during electrophoresis (Fig. 8, top panel compare lane 11, - 
RNase HI with lane 12, + RNase HI). However, these R-loops were short since only a very faint 
plasmid-associated radioactive RNA signal was detected (Fig. 8, lane 11, bottom panel).  
When hypernegatively supercoiled templates were transcribed, extensive R-loop formation 
occurred with each transcribed sequence (Fig. 8, lanes 5, 7, 13, and 15). This R-loop formation was 
accompanied by a strong radioactive RNA signal, reflecting the presence of long R-loops. A loss of 
preference for G-rich regions was indicated by the fact that R-loop formation was detected 
irrespective of the transcription orientation of the cloned DNA fragments and the RNA polymerase 
used (T3 or T7). Consequently, transcription of hypernegatively supercoiled DNA templates 
promotes extensive, sequence-independent R-loop formation. In this context, the presence of 
RNase HI could lead to extensive RNA degradation and could explain the failure of topA null 



















Figure 8. R-loop formation on hypernegatively supercoiled templates in vitro. In vitro 
transcription reactions were performed as described in Materials and Methods in the presence of 
both [P32]-UTP and [P32]-ATP. Samples were loaded on an agarose gel without chloroquine. The 
bottom panel is the autoradiography of the gel to reveal RNA in R-loops. [--] indicates 






Mechanism of growth inhibition by hypernegative supercoiling.  Two pathways exist by 
which topA mutants acquire hypernegative supercoiling.  One involves an imbalance between 
gyrase and the relaxing enzymes, topoisomerases I and IV that allows negative supercoils to 
accumulate due to restricted DNA rotation associated with transcription (twin-domain model). The 
other involves formation of RNase HI-sensitive R-loops behind transcription complexes. The latter 
appears to be involved in the transient accumulation of hypernegative supercoils and growth 
inhibition that occurs when a topA null mutant is shifted to low temperature. Overproduction of 
RNase HI alleviates both (Fig. 1). Accumulation of truncated RNAs at the expense of full-length 
functional RNAs then impaired protein synthesis and inhibited growth. When hypernegative 
supercoiling was relaxed, full-length functional RNAs accumulated, and growth resumed.  As 
expected, restoration of the ribosome profile, i.e. the emergence of polysomes at the expense of 
monosomes, accompanied growth resumption (not shown).  Thus the known sensitivity of topA null 
mutants to low temperature (30, 42) is due to accumulation of hypernegatively supercoiled DNA 
that then triggers RNA degradation. 
Inhibition of topoisomerase IV significantly stimulated the accumulation of hypernegatively 
supercoiled DNA in topA null mutants, suggesting that this topoisomerase is involved in removal of 
hypernegative supercoiling (44). We found that hypernegative supercoiling becomes more stable as 
temperature decreases (Massé et al., unpublished results). It may be that topoisomerase IV 
preferentially loses activity under these conditions. With various topA null strains containing or 
lacking compensatory mutations, we observed a correlation between growth inhibition and 
hypernegative supercoiling at low temperature (28, 30). The dissimilar extent of RNA degradation, 
determined by the level of hypernegative supercoiling present in these various strains, may explain 
their different growth rates.  
The data presented above also explain the paradoxical observation that overproduction of 
RNase HI, an enzyme that degrades RNA, allows the accumulation of full-length RNAs. 
Overproduction of RNase HI limits the accumulation of hypernegatively supercoiled DNA, thereby 
preventing extensive RNA degradation. We have found that hypernegatively supercoiled DNA 
accumulates during a very short time interval following the downshift, after which it persists due to 
inefficient relaxation (Usongo et al., unpublished results). Therefore, RNase HI activity must be 
high enough in the cell to efficiently inhibit hypernegative supercoiling within a narrow time 
window. Although our in vivo and in vitro data suggest that RNase HI overproduction acts by 
preventing the formation of hypernegatively supercoiled DNA (10, 29, 31, 33), it may also promote 
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the rapid removal of these topoisomers. For example, by limiting the formation of hypernegatively 
supercoiled DNA, RNase HI overproduction may prevent the saturation of topoisomerase IV 
activity, thereby facilitating relaxation of hypernegative supercoils. 
Origin of RNA degradation.  Although the exact mechanism that links hypernegative 
supercoiling to RNA degradation is not fully characterized, our data allow us to discard several 
possibilities. Experiments with the rneΔ14 mutation indicated that RNase E is not responsible for 
the extensive RNA degradation occurring in the topA null gyrB(Ts) mutant at low temperatures. As 
expected, we found that the rneΔ14 mutation did not improve the growth of this topA mutant (not 
shown). 
In vitro transcription of hypernegatively supercoiled templates generated extensive, 
sequence-independent R-loop formation. Therefore hypernegative supercoiling in the topA mutant 
may also lead to extensive sequence-independent R-loop formation. RNA in the R-loops can then 
be degraded by RNase HI, thus explaining the failure to accumulate full-length RNAs and 
subsequent growth inhibition. Interestingly, fragments on the 3’ side of RNase HI cleavage carry a 
monophosphorylated 5’ terminus. Such RNAs are preferred substrates for the 5’-end-dependent 
RNase E, as opposed to mRNAs that normally have a triphosphorylated 5’ terminus (26). This 
could explain the rapid degradation in the topA mutant of RNAs from fis and lacA that correspond 
to the distal part of polycistronic RNAs. This would also be compatible with the observation that 
the rneΔ14 mutation significantly promoted the accumulation of truncated lacA RNAs in the topA 
mutant.  
Fragments from the 5’ side of RNase HI cleavage can be degraded from their 3’ end by 
exoribonucleases such as PNPase and RNase II (18). Interestingly, we found that RNAs such as 
yhdG that correspond to the proximal part of operons tend to accumulate in topA null mutants at the 
non-permissive temperature (2, and Baaklini et al., unpublished observation). The activity of the 
cellular exoribonucleases may become saturated due to the rapid degradation of RNAs by RNase 
HI. In agreement with this interpretation, we found that overproducing PNPase or RNase II reduced 
accumulation of RNAs that corresponded to the proximal part of both monocistronic and 
polycistronic RNAs (Hraiky et al., unpublished observation). Thus, the apparent 3’ to 5’ RNA 
decay in the topA null mutant, as opposed to the normal 5’ to 3’ pathway initiated by the binding of 
RNase E to the 5’ end of mRNAs (18), would be compatible with RNase HI, not RNase E, 
initiating RNA decay in topA null cells after temperature downshifts.  
Therefore, according to our model, R-loops inhibit normal RNA processing as RNase E do 
not have access to RNA in RNA-DNA hybrids. However, such R-loops are targets for RNase HI 
thus leading to RNA degradation. When there is no hypernegatively supercoiled DNA (at 37 °C or 
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when RNase HI is sufficiently overproduced) extensive R-loop formation is prevented and there is 
no significant RNA degradation. This explains why the RNA pattern in topA- cells overproducing 
RNase HI is normal. The level of RNase HI activity required to efficiently inhibit gyrase-mediated 
hypernegative supercoiling is much higher than the level required to degrade the RNA in R-loops, 
because RNase HI must compete with the strong supercoiling activity of gyrase following 
downshifts. RNase HI activity becomes toxic only in the presence of hypernegatively supercoiled 
DNA, because it then leads to extensive RNA degradation. In topA+ cells, where the supercoiling 
level is normal, the wild-type level of RNase HI activity is sufficient to rapidly eliminate the few R-
loops that form during transcription.  
A more direct test of RNase HI involvement in RNA degradation in topA mutants would 
involve inactivating the rnhA gene: deleting rnhA should allow the accumulation of full-length 
functional RNAs, and it should correct the growth problems of topA mutants at non-permissive 
temperatures. Although double topA rnhA null mutants cannot be constructed (11, 30), we have 
shown that depletion of RNase HI activity in topA null cells eventually leads to extensive DNA 
relaxation, segregation defects, and growth inhibition (44). Extensive DNA relaxation was related 
to a cellular response leading to gyrase inhibition, possibly to protect cells from the deleterious 
effect of R-loop-dependent hypernegative supercoiling by gyrase. We found that topA null mutants 
depleted in RNase HI activity accumulated normal full-length RNAs following temperature 
downshifts (Sanscartier et al., unpublished observation). Segregation problems leading to growth 
inhibition were likely due to replication defects related to the lack of RNase HI activity (44). 
Although our data are compatible with a direct involvement of RNase HI in RNA 
degradation in topA mutants, we cannot exclude the contribution of a yet unknown mechanism 
triggered by hypernegative supercoiling. Such a mechanism, however, must be consistent with the 
finding that de novo protein synthesis is not required for RNA degradation following temperature 
downshifts. As stated in the Results section, several of the phenotypes seen for the topA null 
mutants following temperature downshifts are reminiscent to toxin-antitoxin (TA) systems such as 
MazEF (50) or ChpBIK (51). In these systems, the stable toxin (an endoribonuclease) is produced 
from a polycistronic RNA that also encodes the unstable antitoxin. Conditions that inhibit the 
expression of the polycistronic RNA, such as the addition of protein synthesis inhibitors including 
spectinomycin, lead to the rapid elimination of the antitoxin, thus allowing the endoribonuclease to 
degrade RNA. However, our observation that the RNA degradation phenotype of topA null cells 
exposed to spectinomycin at 37 °C is still only observed when such cells are transferred to 28 °C (2 
and Baaklini and Drolet, unpublished results) is not easily explained by the induction of a TA 
system.   
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Transcription arrest may also be a mechanism by which R-loops inhibit gene expression (2, 
9, 14). With yeast, such a mechanism has been proposed (16) and recently supported by the results 
of in vitro experiments (43). With E. coli, pulse-labelling experiments showed that the rate of 
rRNA synthesis is reduced in topA null gyrB(Ts) cells not overproducing RNase HI at the non-
permissive temperature (14). Therefore, in E. coli, R-loops could act as roadblocks for RNA 
polymerases transcribing highly expressed genes, such as those encoding rRNA (rrn operons).  
Recovery of growth.  The transient growth inhibition shown in Fig. 1 is also observed with 
partially defective topoisomerase I: strain RS2 (41), when shifted from 37 °C to 17 °C, undergoes a 
7-hr growth lag (K. Drlica, unpublished observation). This lag is alleviated by a compensatory gyrB 
mutation (strain SD7, ref. 7), which suggests that gradual reduction of gyrase activity may restore 
growth in topA mutants. It will now be interesting to determine whether the cellular response 
leading to gyrase inhibition when RNase HI activity is depleted in topA mutants (44) contributes to 
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Liens entre l’article 1 et l’article 2 
 
Dans le premier article, nous apportons des réponses à certaines questions soulevées dans 
notre projet de recherche, notamment l’origine des ARNm courts, la façon dont la synthèse 
protéique est inhibée et le mécanisme par lequel la surproduction de la RNase HI agit sur la 
croissance dans des souches déficientes en topoisomérase I. Dans le second article, nous 
cherchons à comparer les effets des R-loops sur l’expression génique dans des souches 
déficientes en topoisomérase I et en RNase HI. On sait depuis de nombreuses années que des 
R-loops sont formés en absence de RNase HI. Ces R-loops sont responsables de phénomènes 
de recombinaison associés à la réplication. Pourtant, aucune étude n’a été effectuée sur les 
effets de ces R-loops sur l’expression génique. D’après les résultats du premier article, il 
semble que les R-loops sont instables en absence de topoisomérase I. En absence de RNase 
HI, on sait que les R-loops sont stables. Il serait donc intéressant de comparer les effets des R-
loops dans les deux souches mutantes. Nous pourrons ainsi mieux cerner quelles sont les 
conséquences possibles des R-loops sur la transcription et sur l’expression génique dans son 





















III. ARTICLE 2 
 




Charles Fortin, Imad Baaklini and Marc Drolet1 
 
 
Département de microbiologie et immunologie, Université de Montréal, C.P. 6128, Succ. 






Phone : 514-343-5796 
FAX: 514-343-5701 
Electronic mail address: marc.drolet@umontreal.ca 
Running title: RNase HI in gene expression. 

















Dans cet article, j’ai tout d’abord reproduit la majorité des résultats afin de confirmer leur 
validité. Il s’agit des dosages de la β-galactosidase, des courbes de survie à haute température, 
des Northern blots de lacZ et de crp et des Westerns blots de sigma32 à haute température. 
Pour compléter les travaux, j’ai aussi effectué des expériences sur la survie du mutant recG à 
haute température, ainsi qu’un Western blot de sigma32 à haute température dans ce mutant.  
De plus, j’ai dosé la synthèse de la β-galactosidase dans le mutant recA et le double mutant 
rnhA et recA. Finalement, j’ai réalisé une analyse d’expression génique dans le mutant rnhA à 
28°C en utilisant la technique des puces à ADN. Les dernières expériences effectuées nous 

























1. RÉSUMÉ  
     Chez Escherichia coli, le gène rnhA code pour la RNase HI, une enzyme qui dégrade la 
partie ARN d’un R-loop. Une des fonctions de cette enzyme est de conférer la spécificité de 
l’initiation de la réplication au site oriC, en prévenant la formation de R-loops ailleurs sur le 
chromosome. La létalité du double mutant recB rnhA suggère aussi un rôle des R-loops et de 
la RNase HI dans la réparation de l’ADN. De plus, le double mutant topA rnhA n’est pas 
viable. Le gène topA code pour la topoisomérase I, une enzyme qui interagit avec l’ARN 
polymérase pour inhiber la formation de R-loops pendant la transcription. La surproduction 
de la RNase HI corrige les défauts de  croissance d’un mutant topA, tout particulièrement dans 
les conditions de stress. En effet, la surproduction de RNase HI est capable de restaurer 
l’expression des gènes de résistance aux stress aussi bien que celle des gènes non reliés aux 
stress. Ces résultats suggèrent un rôle important de la RNase HI dans l’expression génique. 
Dans le présent travail, nous avons réalisé une série d’expériences pour tester cette hypothèse. 
Dans la première série d’expériences, nous montrons que le mutant rnhA croît plus lentement 
qu’une souche de type sauvage, et qu’il atteint sa phase stationnaire avec une densité 
cellulaire inférieure à celle d’une souche rnhA +. Comme dans un mutant topA qui ne 
surproduit pas la RNase HI, on observe des défauts de croissance et d’expression génique 
dans le mutant rnhA, illustrés par une diminution dans la synthèse de β-galactosidase et par 
une baisse dans l’expression de l’ARNm crp. Dans une autre série d’expériences, nous avons 
étudié la sensibilité du mutant rnhA aux stress de hautes températures. Cette fois ci encore, le 
mutant rnhA est sensible aux stress de hautes températures comme l’est le mutant topA qui ne 
surproduit pas la RNase HI. Nos résultats indiquent que cette sensibilité aux stress de hautes 
températures est causée par un défaut dans l’induction de la synthèse de protéines de stress, 
elle-même causée par un défaut dans l’expression de gènes de stress et un défaut 
d’accumulation du facteur σ32. Ce défaut dans l’expression génique ne semble pas être causé 
par le cSDR. En effet, la surproduction de RecG dans le mutant rnhA ne corrige pas ce 
phénotype. Nous montrons aussi qu’une mutation qui inactive le facteur Rho dans le mutant 
rnhA rend cette souche très malade, ce qui suppose que le facteur Rho devrait être impliqué 
dans l’élimination des R-loops. L’ensemble de nos résultats suggèrent que la formation de R-
loops inhibe l’expression génique dans les conditions de croissance normale et durant les 
stress, et que des facteurs comme la topoisomérases I, la RNase HI et Rho sont requis pour 
éliminer ces R-loops ou prévenir leur formation.   
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2. SUMMARY 
 The rnhA gene of Escherichia coli encodes RNase HI, an enzyme that specifically 
degrades the RNA moiety of an R-loop. One function of this enzyme is the prevention of 
DNA replication initiation at sites, where R-loops presumably form, other than the normal 
origin, oriC. The lethality of double recB rnhA null mutants also suggests a role for R-loops 
and RNase HI in repair. In addition, double topA rnhA mutants are non-viable. The topA gene 
encodes DNA topoisomerase I, an enzyme that interacts with RNA polymerase to inhibit R-
loop formation during transcription. RNase HI overproduction is able to rescue the growth 
defect of topA mutants, especially under stressful conditions, and to restore the expression of 
both stress- and non-stress-related genes. This result may also suggest a role of RNase HI in 
gene expression. In this work, we have performed a series of experiments to test this 
hypothesis. First, we found that rnhA mutants grow more slowly than wild-type cells and 
reach the stationary phase at a lower cell density. As shown for topA null mutants not 
overproducing RNase HI, a defect in growth and gene expression is illustrated by a decrease 
in the rate of β-galactosidase synthesis and a lower level of crp mRNA in the rnhA mutants. 
In the second set of experiments, we have studied the sensitivity of rnhA mutants to heat 
shock. Once again, like topA null mutants not overproducing RNase HI, we found them to be 
sensitive to heat-related stresses. Our results indicate that this sensitivity is due to a defect in 
heat shock proteins-induced synthesis that correlates with a reduced rate of both heat shock 
gene mRNAs and sigma32 accumulation, following heat treatments. Also, our results 
indicates that cSDR is not directly involved in the inhibition of gene expression in this mutant 
strains. Indeed, the overproduction of RecG did not correct this phenotype. In addition, our 
finding that a rho mutation makes an rnhA mutant very sick, suggests that Rho might also be 
involved in R-loops removal. All together, our results imply that R-loop formation, especially 
under stress, can significantly impede gene expression and that trans-acting factors, such as 











RNases H are ubiquitous enzymes that specifically degrade the RNA of RNA-DNA 
hybrids (Crouch and Dirksen, 1982; Hostomsky et al., 1993; Ohtani et al., 1999). RNA-DNA 
hybrids are sometimes formed in vivo by annealing of nascent transcript to the 
complementary DNA strand leading to the formation of R-loops and leaving the second DNA 
strand single-stranded. In Escherichia coli, the rnhA gene encodes RNase HI. One function of 
this enzyme is the removal of R-loops that can otherwise be used as alternative origins of 
replication (Kogoma, 1997; Kogoma and Foster, 1998), restricting replication initiation to the 
normal and regulated origin, oriC.  In addition, the lethality of double recB rnhA null mutants 
suggests a role for R-loops and RNase HI in DNA repair (Itaya and Crouch, 1991a; Kogoma 
et al., 1993). This is also supported by the observation that the SOS response is chronically 
induced in rnhA mutants (Kogoma et al., 1993). These results imply that R-loops and RNase 
HI are involved in DNA replication and repair, though the underlying mechanism(s) for these 
functions is/are unknown. Moreover, in the case of the involvement of RNase HI in DNA 
repair indirect effects through gene expression cannot be excluded. 
In addition to recB, the topA gene encoding DNA topoisomerase I, the enzyme 
responsible for the relaxation of transcription-induced negative supercoiling (Wang, 2002; 
Drolet et al., 2003), is required for the survival of rnhA mutants (Drolet et al., 1995; Massé 
and Drolet, 1999b). Failure to eliminate such negative supercoiling leads to formation of R-
loops, as RNase HI overproduction is able to correct the growth problem of topA null mutants 
(Drolet et al., 1995). R-loops exert their inhibitory effects on the growth of topA null mutants 
at least in part by impeding transcription. Indeed, rRNA synthesis was shown to be 
dramatically impaired in topA null mutants unless RNase HI was overproduced (Hraiky et al., 
2000). Moreover, the failure to accumulate full-length mRNAs was recently correlated with 
the growth inhibition of topA null mutants when RNase HI was not overproduced (Baaklini et 
al., 2004). In addition, the sensitivity of topA null mutants to heat shock (Qi et al., 1996) can 
be alleviated by overproducing RNase HI, which also restore the expression of HSP (Heat 
Shock Protein) genes (Cheng et al., 2003). The involvement of topoisomerase I in the 
inhibition of R-loop formation is consistent with the fact that DNA opening, promoted by 
negative supercoiling, is required for the nucleation step. This explains the observation that 
the rnhA gene becomes essential in the absence of topoisomerase I, i.e. double topA rnhA null 
mutants are non-viable (Drolet et al., 1995).  
Because of the synthetic lethality of rnhA and topA double mutant strains, it seems 
likely that R-loops are generated to some extent when wild-type DNA topoisomerase I is 
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active and that some of the problems found in topA mutants may also be exhibited in rnhA 
mutant strains. Here we report that rnhA mutants possess many of the growth and gene 
expression phenotypes associated with the loss of topA function, though less severe in the 
case of the rnhA mutants. Indeed, like topA null mutants not overproducing RNase HI, we 
found that the expression of both stress and non-stress-related genes is impeded in the absence 
of RNase HI. These results strongly suggest that one important function of RNase HI is, 
indeed, to remove R-loops that can otherwise interfere with gene expression. We also present 




Growth and β-galactosidase synthesis are perturbed in the absence of RNase HI. 
To study the effects of the absence of RNase HI on growth and gene expression, we 
have used isogenic strains that differ in their rnhA genes. RFM430 (Table 1) possesses a wild-
type rnhA gene, the second (PH379) carries an rnhA null allele (rnhA-339::cat), and the third 
(MD317) has the rnhA224 allele, a nonsense mutation that results in no more than 0.5% of the 
normal level of RNase HI activity (Itaya and Crouch, 1991b). pSK760, a multicopy plasmid 
bearing a wild-type rnhA gene or pSK762c, which has a mutated inactive rnhA gene, were 
introduced into MD317. With these isogenic strains, it was possible to examine allele-specific 
effects and to confirm by complementation (pSK760) that the observed phenotypes were 
directly related to the rnhA mutation. 
If R-loop formation is mostly related to the supercoiling level of the template, one can 
predict that it should be generally non-specific and therefore, that it should also affect growth 
rate and survival under various conditions. Both predictions were recently met for a topA null 
mutant when RNase HI was not overproduced (Cheng et al., 2003; Baaklini et al., 2004). 
Figure 1 shows that the growth rate of rnhA mutants is reduced by 40 to 50% relative to 
isogenic wild-type strains whether the cells were grown at 37 or 28oC. Moreover, it can also 
be seen that rnhA mutants reach the stationary phase of growth at a lower cell density than 
wild-type cells.  
In a recent study, the strong growth inhibition of a topA null mutant not overproducing 
RNase HI was shown to be accompanied by an almost complete lost in the ability to 
synthesize β-galactosidase upon induction by IPTG (Baaklini et al., 2004).  We have therefore 
measured the ability of rnhA mutants to synthesize β-galactosidase following temperature 
changes, that correspond to the conditions we used to study the classical heat shock respond 
in these mutants (see below). In all cases, β-galactosidase synthesis was reduced by 2 to 6-
fold in the rnhA mutants relative to isogenic wild-type strains (Fig. 2). In the topA null 
mutant, the very low level of crp gene expression was shown to be largely responsible for the 
dramatic drop in the rate of β-galactosidase synthesis (Baaklini et al., 2004).  We have 
performed Northern blot experiments to measure crp expression in our isogenic strains under 
conditions that parallel those for the β-galactosidase assays. Whereas the level of crp mRNA 
fluctuates in the wild-type strains, it remains low throughout the time in the isogenic rnhA 
mutants (Fig. 3). Interestingly, as is the case for the β-galactosidase synthesis (Fig. 2), the 







Figure 1. The effect of the temperature on the growth of rnhA mutants. Cell growth in 
LB was monitored by measuring the OD600 with a Shimadzu spectrophotometer (model 
UV160U) through time (min) at 37 and 28 °C. Overnight cultures were grown at the 
experimental temperature. RFM430, ♦; RFM430 rnhA::cam, ■; RFM430 rnhA224 + pSK760, 
































Figure 2. β-galactosidase synthesis in rnhA mutants. Cells were grown at 37°C as 
described in Experimental Procedures to an OD600 of about 0.4. Cell samples (2 ml) were 
taken at 37 °C just before the transfer to 28 °C, 2 and 20 min after the transfer to 28 °C and 2 
and 20 min after the transfer from 28 to 42 °C (the cells were transferred at 42 °C after 30 min 
of incubation at 28  °C).  β-galactosidase synthesis was induced by adding IPTG (1 mM) for 5 
min. (samples at 37 and 42 °C) or 10 min. (samples at 28 °C) at the temperature from which 
the samples were taken.  For each time point the columns from left to right correspond to: 
RFM430, RFM430 rnhA::cam, RFM430 rnhA224 + pSK760 and RFM430 rnhA224 + 
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Figure 3. crp mRNA level in rnhA mutants. Cells were grown at 37oC as described in 
Experimental Procedures to an OD600 of about 0.4. Cell samples were taken at 37 °C just 
before the transfer to 28 °C, 12 and 30 min after the transfer to 28 °C and 7 and 25 min after 
the transfer from 28 to 42 °C (the cells were transferred at 42 °C after 30 min of incubation at 
28 °C) for RNA extraction.  Northern blot analysis was performed as described in 





Therefore, like the topA null mutant, the lower rate of β-galactosidase synthesis in the rnhA 
mutants relative to wild-type cells, can be largely explained by a drop in the level of crp 
mRNA, at least for this time point (28oC, 30 min.). Also similar to the topA null mutant, both 
β-galactosidase synthesis and crp expression fail to recover following the temperature 
downshift in the rnhA mutants (Fig. 3, compare wild-type and rnhA, 28oC, 12 and 30 min.).  
 
The “classical” heat shock response is delayed in rnhA mutants. 
 In the “classical” heat shock response, the cells rapidly adapt to a non-lethal increase 
in temperature by transiently inducing the synthesis of Heat Shock Proteins (HSPs), such as 
DnaK and GrpE. σ32, encoded by rpoH, is responsible for transcription of genes required for 
resistance to heat-related stresses, including the HSP genes (Yura et al., 2000).  In the 
“classical” heat shock response, the accumulation of σ32 is not related to de novo 
transcription of rpoH but rather involves both stabilization of σ32 and increased translation of 
rpoH mRNA (Morita et al., 1999; Yura et al., 2000). 
We have performed experiments to study the “classical” heat shock response in the 
absence of RNase HI. Figure 4a (middle panel) shows a time course of dnaK mRNA 
accumulation following a transfer of the cells from 28 to 42 °C. In wild-type cells, dnaK 
mRNA synthesis is clearly apparent two min. following the heat shock, it reaches a peak after 
5 min. and has declined after 10 min. However, in the case of the rnhA mutants the response 
is clearly delayed. Indeed, dnaK mRNA is barely visible two min. after the heat shock and the 
decline is not observed after 10 min. In fact, we found that the level of dnaK mRNA has 
declined in the rnhA mutant when an RNA sample was extracted 20 min after the temperature 
switch (not shown). Western blot analysis of DnaK (Fig. 4a, bottom panel) confirms that the 
“classical” heat shock response is delayed in the rnhA mutants. Figure 4b demonstrates a 
similar delay in the accumulation of grpE mRNA in the absence of RNase HI following a 
“classical” heat shock.   
A delayed heat shock response in the absence of RNase HI might be related to 
problems during transcription of the HSPs genes, such as dnaK and grpE, and/or to a reduced 
ability to accumulate σ32 protein. Figure 5a shows a delay in the accumulation of σ32 in the 
rnhA mutants following a heat shock. Although de novo transcription of rpoH is not 
responsible for σ32 accumulation during the “classical” heat shock response, the steady-state 
level of rpoH mRNA before the shock ultimately determines both the amount of σ32 to be 
stabilized and the amount of rpoH mRNA to be translated during the response. However, 
despite the obvious effect of RNase HI on the accumulation of σ32 protein, significant 
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differences in the level of rpoH mRNA among the strains are not observed (for example, time 
2 min., compare wild-type and rnhA mutant in 5a and 5b).  Therefore, the delayed response to 
a “classical” heat shock in the absence of RNase HI seems to be related, at least in part, to a 
problem in the synthesis (translation of rpoH) and/or stabilization of σ32.     
 
Inactivation of the rnhA gene increases thermosensitivity and reduces rpoH expression. 
 
 Figure 6a demonstrates the lower survival rates at 51 °C of an rnhA mutant. This result 
shows that a deletion of the rnhA gene increases thermosensitivity. Similar results are also 
obtained when the cells are exposed to 53 °C (not shown). Figure 6b shows that the 
accumulation of rpoH mRNA is slightly reduced (by about 50% relative to wild-type cells) in 
the rnhA mutant as detected by Northern blot analysis. At high temperatures, the de novo 
synthesis of σ32 is known to be regulated at the level of rpoH transcription, mainly from the 
P3 promoter (Yura et al., 2000). Regulation at the level of transcription, but from the P1 and 
P5 promoters, is also seen when the cells are exposed to ethanol (Nagai et al., 1990; Yura et 
al., 2000), which constitutes a heat-related stress. Figure 7 clearly demonstrates the very weak 
induction of rpoH transcription when rnhA null mutants are exposed to ethanol at 10% (a 6 to 
10-fold reduction in the level of rpoH mRNA in the rnhA mutant relative to the wild-type 
strain, 20 and 30 min. after ethanol exposure).    
Despite the fact that the rpoH mRNA level is only reduced by about 50% in the 
absence of RNase HI after 5 min. at 50 °C, Western blot analysis indicates a reduction by 
more than 10-fold in the accumulation of σ32 protein (compare wild-type and rnhA mutant, 
time 5 min., 6a and b). Therefore, problems related to both transcription and translation can 
explain the greater sensitivity of rnhA mutants to lethal heat-related stresses. 
 
The overproduction of RecG does not correct thermosensitivity and σ32 expression in rnhA at 
51 °C  
RecG is an helicase that performs branch migration of Holliday junction (Lloyd and 
Sharples, 1993; Whitby and al., 1994), and that is capable of R-loops removal in vitro 
(Vincent et al., 1996). When overproduced, RecG was shown to significantly reduce ColE1 
plasmids copies numbers and to resolve R-loops at replication origin of Human mitochondrial 
DNA (mtDNA) (Fukuoh et al., 1997; Ohsato and al., 1999). Overproduction of RecG in rnhA 
strains would lower the amount of R-loops and might correct thermosentivity and gene 
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expression defects. The overexpressed RecG protein in rnhA did not correct thermosensitivity 
and σ32 expression at 51 °C (figure 8A, 8B). R-loops inducing replication and recombination 
events, may not be involved in the inhibition of gene expression in rnhA. In fact, RecG 
deficient strains that express cSDR, however, at a lower rate than in rnhA mutant (Hong et al., 
1995; LLyod and Buckman, 1991), do not show any defects in thermosensitivity or in σ32 
expression (figure 8C).   
 
A rho mutation can make an rnhA mutant very sick. 
 
 So far, our results indicate that despite the presence of an active topoisomerase I, 
significant defects in gene expression related to R-loop formation can take place. This may 
suggest the presence of a multitude of trans-acting factors to regulate R-loop formation. 
Interestingly, RNase HI overproduction can suppress the lethality of rho mutants conferred by 
plasmids with R-loop replication intermediates (Harinarayanan and Gowrishankar, 2003; J. 
Lambert and M. Drolet, unpublished results). The rho gene encodes the Rho protein, a protein 
originally identified as a transcription termination factor (Platt, 1994). Rho possesses an  
helicase activity on RNA-DNA hybrids (Platt, 1994). Figure 8 shows that the rho112 
mutation renders an rnhA mutant very sick. This suggests that in addition to RNase HI and 


































Figure 4. The “classical” heat shock response is delayed in rnhA mutants. Cells were 
grown as described in Experimental Procedures. Cell samples were recovered for RNA and 
proteins at the indicated time following the transfer to 42 °C. For time zero, aliquots of cells 
were recovered just before the temperature switch. Northern blot analysis was performed as 
described in Experimental Procedures with the oligonucleotide DNAK probe (A, middle 
panel). The membrane was stripped and re-hybridized with the oligonucleotide GRPE probe 
(B). In (A, bottom panel) western blot analysis was performed as described in Experimental 
Procedures with DnaK antibodies. Similar results were obtained for the other isogenic pair of 
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Figure 5. Delayed σ32 accumulation in rnhA mutants during a “classical” heat shock. 
Cells were grown as described in Experimental Procedures. Cell samples were recovered for 
proteins (A) and RNA (B) at the indicated time following the transfer to 42 °C. For time zero, 
aliquots of cells were recovered just before the temperature switch. In (A) western blot 
analysis was performed as described in Experimental Procedures with σ32 antibodies. In (B) 
northern blot analysis was performed as described in Experimental Procedures with the 
oligonucleotide RPOH probe. Similar results were obtained for the other isogenic pair of 
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Figure 6. Thermosensitivity of rnhA mutants at 50 °C correlates with reduced rpoH 
mRNA and σ32 synthesis. Cells were grown as described in Experimental Procedures. A. 
Survival rates of the strains following a transfer to 50 °C were determined as described in 
Experimental Procedures. The results of four independent experiments are included here.  
RFM430, ♦; RFM430 rnhA::cam, ■; RFM430 rnhA224 + pSK760, ▲; RFM430 rnhA224 + 
pSK762c, ●. Cell samples were recovered for RNA (B) and proteins (C) at the indicated time 
following the transfer to 50 °C. For time zero, aliquots of cells were recovered just before the 
temperature switch. In (B) Northern blot analysis was performed as described in Experimental 
Procedures with the oligonucleotide RPOH probe. The results shown here are representative 
of at least three independent experiments with either the oligonucleotide RPOH probe or the 
random prime-labeled probe. In (C) Western blot analysis was performed as described in 
Experimental Procedures with σ32 antibodies. Similar results were obtained for the other 
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Figure 7. rnhA mutants exposed to 10% ethanol  fail to induce the synthesis of rpoH 
mRNA. Cells were grown as described in Experimental Procedures. Cell samples were 
recovered for RNA extraction at the indicated time following the addition of ethanol to a final 
concentration of 10% per volume. For time zero aliquots of cells were recovered just before 
the addition of ethanol. Northern blot was performed as described in Experimental 
Procedures with a random prime-labeled rpoH probe. The results shown here are 
representative of at least three independent experiments with either the random prime-labeled 
probe or the oligonucleotide RPOH probe. Similar results were obtained for the other isogenic 
pair of strains for both the northern and the western blots (not shown).     
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Figure 8. Overproduction of RecG does not correct thermosensitivity and σ32 
expression problems at 51 °C in rnhA, and the inactivation of recG shows no alteration 
in σ32 expression at 51 °C. The Survival rates of the strains following a transfer to 51 °C (A) 
and  Western blot analysis was performed with σ32 antibodies (B and C), were done exactly 
as in figure 6. (A) The results shown here represent three independent experiments. All strains 
in (A) and (B) carries pGB2recG producing RecG under IPTG (1mM) (see experimental 
procedures). RFM430 + pGBrecG, ♦; RFM430 + pGBrecG plus IPTG, ●, RFM430 
rnhA::cam + pGBrecG, ■; RFM430 rnhA::cam + pGBrecG plus IPTG, ▲. (C) Wild type is 
AB1157 recG+ and recG258::Tn10Kan is N2731 as listed in table 1.   
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Figure 9. rho112(ts) renders an rnhA mutant very sick at 30 °C. Different cells used in 
this experiment were plated on LB agar suplemented with tryptophan (0,5%) from LB 
glycerol (0,8%) -80 °C stocks, and incubated at 30 °C for 24 hours. rnhA mutant strains are 








Until now, the best evidence for the involvement of R-loops and RNase HI in gene 
expression has been obtained by studying topA null mutants. The work presented here 
provides additional evidence to this fact. In topA null mutants, defects in rRNA synthesis (rrn 
operons) related to R-loops and transcription elongation have been demonstrated (Hraiky et 
al., 2000). Moreover, R-loop formation both in vitro and in vivo during transcription of an 
rrnB fragment on plasmids in the absence of DNA topoisomerase I has been reported 
(Phoenix et al., 1997; Massé et al., 1997). More recently, evidence has been provided that R-
loops can affect the expression of genes transcribed into mRNA, such as those encoding crp 
and lac (Baaklini et al., 2004), as demonstrated here for rnhA mutants. As shown by RecG 
overproduction, possible interferences of cSDR and SOS activities with transcription events, 
may not be involved in inhibition of gene expression in rnha. Moreover, the fact that double 
nusB topA null mutants are non-viable and that double rnhA nusB mutants are very sick 
further supports the involvement of RNase HI in gene expression (Drolet et al., 2003). nus 
genes code for proteins involved in transcription antitermination (Friedman and Court, 1995). 
Our finding that a double rho rnhA mutant is very sick and the fact that double nusG rnhA 
mutants (Harinarayanan Gowrishankar, 2003) are unviable, also support the role of rnhA in 
gene expression. All these studies reveal that a multitude of factors, such as topoisomerase I, 
RNase HI, Rho and NusG, might be involved in R-loop removal and/or prevention, to allow 
gene expression.   
In this paper, we have also shown that RNase HI is required for cells to efficiently 
respond to heat-related stresses. However, our results by no way indicate that this enzyme is 
directly involved in the heat shock response, as more severe phenotypes, such as lethality at 
42oC, should have been observed (Yura et al., 2000). Rather, as shown by the growth curves 
and the results of β-galactosidase and crp expression, our data demonstrate that RNase HI can 
facilitate the expression of a multitude of genes, whether or not they are related to stresses. 
However, this function would be mostly revealed when substantial and rapid gene expression 
is required for stress resistance. If at one step or another the concentration of a key element of 
the response is too low, stress resistance would be affected. The work presented here points to 
σ32 as the key element for which the accumulation is defective in the rnhA mutant.  
According to our results, σ32 accumulation seems to be affected at several steps, including 
rpoH transcription, translation and possibly σ32 stability. σ32 turnover is regulated by several 
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proteases, including FtsH, HslVU, ClpAP and Lon (Yura et al., 2000), the level of which 
could well be altered in rnhA mutants.  
Much less is known about the mechanism(s) of R-loop formation and their effects on 
gene expression. Based on the observation that transcription-translation coupling can inhibit 
R-loop formation (Massé and Drolet, 1999a, Broccoli et al., 2004), it has been proposed that 
its initiation takes place behind the moving RNA polymerase, where negative supercoiling is 
sufficiently high to allow the re-annealing of the nascent RNA with the template strand 
(Massé and Drolet, 1999a, Broccoli et al., 2004). From this model, it has been proposed that 
R-loop formation can be favored under stressful conditions, where translation is transiently 
uncoupled from transcription (Massé et al., 1999b). Once formed, R-loops are proposed to act 
as roadblocks for the next transcribing RNA polymerase (Hraiky et al., 2000; Drolet et al., 
2003; Baaklini et al., 2004; Fig. 9, 2a). The positive effect of RNase HI on in vitro 
transcription of negatively supercoiled templates has been demonstrated (Massé et al., 1999a; 
Gopal et al., 1999; Drolet et al., 2003). It has also been shown that RNA polymerases with 
extended RNA-DNA hybrids are more prone to termination (Tomizawa and Masukata, 1987; 
Kireeva et al., 2000). For the moment, we cannot exclude the possibility that R-loop 
formation originates from the transcription bubble and that it is therefore directly linked to the 
mechanism of transcription. More experiments are definitively required to elucidate the 
mechanism(s) by which R-loops are formed and inhibit transcription. In addition, we also 
have to consider the possibility that R-loops not only block the progression of RNA 
polymerases, but also impede the progression of ribosomes. In such a case, ribosomes might 
be titrated out following massive R-loop formation thus inhibiting translation (Fig. 9, 2b) and 
a specific system, such as the one involving tmRNA (Withey and Friedman, 2003), might be 
required to rescue them. Interestingly, apart from inhibiting transcription elongation which is 
by far the most frequent genetic event, and possibly translation, R-loops were recently shown 
to be associated with one form of transcription-induced hyperrecombination in the yeast 
Saccharomyces cerevisiae (Huertas and Aguilera, 2003). In this case, a link between R-loops 
and inhibition of transcription elongation was also demonstrated. Recent evidence also points 
to a role for R-loops in immunoglobulin class switch recombination (Yu et al., 2003). In 
conclusion, the involvement of RNase H in R-loop removal is certainly an important function 
that could ultimately affect a multitude of DNA transactions. 
  116
6. EXPERIMENTAL PROCEDURES 
Escherichia coli strains 
Escherichia coli strains used in this study are listed and described in Table 1. PH379 
(RFM430 rnhA::cam) was constructed by transduction with phage P1vir grown on MIC1020 
and by selecting for resistance to chloramphenicol (15 μg/ml). PCR was used to confirm the 
presence of only the rnhA::cam allele on the chromosome. 
 
Plasmids 
pSK760 and pSK762c are pBR322 derivatives that carry the wild-type or a mutated and 
inactive version of the rnhA gene (Drolet et al., 1995). pGB2recGlacI (spcR) is a gift from 
Benedict Michelle.  
 
Media and growth conditions 
The cells were grown in LB medium (0.5% NaCl). When the cells carry either pSK760 or 
pSK762c, LB medium was supplemented with ampicillin at 50 μg/ml. Overnight cultures 
grown at 37oC, unless otherwise indicated, were diluted to an OD600 of 0.02 in fresh LB 
medium and the cells were grown at the same temperature to an OD600 of about 0.4. For the 
heat shock, the cells were then transferred to 28oC for 30 minutes before the switch to the 
indicated temperature in the figure legends. Normally, to study the heat shock response in E. 
coli, the cells are grown at temperatures close to 30oC before the shock.  However, in our 
case, the cells were not exposed for prolonged time to 28oC, because the growth of rnhA 
mutants has been reported to be perturbed by low temperatures and we wanted to avoid the 
possible accumulation of faster growing revertants (Torrey et al., 1984). For the ethanol 
stress, once the OD600 reached 0.4 at 37oC, ethanol was added to 10% (v/v). 
 
Survival rates 
 After the heat shock as described above, the relative rates of survival were determined by 
serial dilutions and plating on LB. The plates were incubated at 37 °C for 24 hours before 
counting the colonies. One hundred percent survival corresponds to the number of viable cells 
just before the heat shock. 
 
β-galactosidase assays 
β-galactosidase activity was assayed as described in Miller (1992) with the modifications 
described in Baaklini et al. (2004). 
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Northern blot analysis 
RNA extraction was performed using the TRIzol reagent (Invitrogen) as described previously 
(Wassarman and Storz, 2000). Northern blots of RNA samples (25 μg) separated by 
electrophoresis in 1.2 % agarose gels containing formaldehyde were performed as described 
(Hraiky et al., 2000). RPOH oligonucleotide, 
d(CTCAATCGATATCTTCTGGCGCTTCAGTGGTAGCAACAACTGTGCCAGAGC),  
was used to detect rpoH mRNA, DNAK oligonucletotide, 
d(CCAATTATTTTACCCATCTAAACGTCTCCACTATATATTCGGTCATCATGTGG), 
to detect dnaK mRNA, GRPE oligonucleotide, 
d(CGTTTTCTGTTCTTTACTACTCATGAATTTCTCCGCGTTTTTTTCGCATTCATCTC
G), to detect grpE mRNA and CRP2 (Baaklini et al., 2004) to detect crp mRNA initiated at 
both P1 and P2 promoters.. For rpoH, some Northern blots were probed with a ramdom 
prime-labeled DNA fragment obtained by PCR with d(GCTTTAGCCCCAGTTGGC) and 
d(CGCTCAGCGGAAACGCCG) oligonucleotides. Identical results were obtained with 
either this probe or the oligonocleotide RPOH probe. The Northern blots shown in this work 
are representative of the results of at least three independent experiments.  Quantification of 
the bands on the films was performed by using the ImagQuant image analysis software 
(Molecular Dynamics). 
 
Western blot analysis 
The equivalent of 200 μl of cell culture at an OD600 of 0.7 was used for Western blot analysis. 
The cell pellets were lysed by boiling in sodium dodecyl sulphate (SDS). The proteins were 
separated by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis at 7.5 % for DnaK and 12 % for σ32. 
Western blots were performed as described (Sambrook et al., 1989) by using nitrocellulose 
membranes (Hybond-ECL, Amersham Biosciences). After the transfer, the membranes were 
stained with Ponceau S (Fisher Scientific) to confirm that similar amounts of proteins were 
loaded in each lane. Antibodies from Stessgen Biotechnologies were used to detect DnaK, 
whereas antibodies from NeoClone Biotechnology International were used to detect σ32. The 
ECL detection Kit (Amersham Biosciences) was used to reveal the specific proteins. The 
Western blots shown in this work are representative of the results of at least three independent 
experiments.  Quantification of the bands on the films was performed by using the ImagQuant 
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Table 1. Liste of E.coli strains used in this study 
 
Strains Genotype References 
RFM430 Rpsl, galK2, ∆trpE Drolet et al. (1995) 
MD317 RFM430 rnhA224, zag 3198::Tn10kan Drolet et al. (1995) 
MIC1020 AB1157 rnhA::cam Itaya and Crouch 
PH379 RFM430 rnhA::cam This work 
N2731 AB1157 recG258:: Tn10Kan Llyod and Buckman (1991) 
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1. Les ARNm incomplets inhibent la synthèse protéique en absence de topoisomérase I  
À température non permissive de 28 °C, la formation de R-loops pendant la transcription de 
l’opéron rrnB génère des produits d’ARN ribosomaux (ARNr) prématurés et stables dans les 
souches topA gyrB(Ts) (Hraiky et al., 2000). L’accumulation d’ARNrs prématurés dans ces 
souches se traduit par un ratio 23S/16S d’ARNr inférieur à 1. Les ARNr en question ont une 
taille approximative de 180 nucléotides et contiennent la séquence « leader », une région qui 
se trouve entre le promoteur P2 et le premier nucléotide du 16S de l’opéron rrnB (figure 1). 
Les ribosomes sont des composants essentiels de la cellule et leur biosynthèse est 
minutieusement régulée en fonction des besoins et selon les conditions du milieu de 
croissance (Gourse et al., 1996; Paul et al., 2004; Wagner, 1994). La biogénèse des ribosomes 
débute par la synthèse et la maturation des ARNr, avant d’être complétée par l’association des 
ARNr avec des protéines (Kaczanovska et Rydén-Aulin, 2007, figure 2). Diverses protéines et 
facteurs sont impliqués dans ce processus ce qui rend la tâche très complexe. Chez 
Escherichia coli, il existe sept opérons ribosomaux encodant les ARNr : rrnA, rrnB, rrnC, 
rrnD, rrnE, rrnG et rrnH. Un long transcrit de chaque opéron contenant l’ensemble des ARNr 
16S, 23S, 5S et l’ARN de transfert (ARNt) est synthétisé puis maturé pendant la transcription 
par une série de clivages. L’adoption de structures secondaires par l’ARNr à sa sortie de 
l’ARN polymérase est cruciale pour l’étape de maturation (figure 2). Dans la petite région sur 
l’ARN entre la fin du « leader » et le début du 16S, on trouve le site de clivage interne de la 
RNase III. Habituellement, ce site de clivage permet à la RNase III de séparer le « leader » du 
16S.  
On attribue deux fonctions majeures à la séquence « leader ». La première est son rôle dans 
l’antiterminaison de la transcription (Condon et al., 1995) et la deuxième est son rôle dans la 
maturation du 16S (Besançon et Wagner, 1999). La région leader qui est conservée pour les 
sept opérons ribosomaux, est composée de séquences d’antiterminaisons « nut » et de 
séquences dites « tL » (figure 1). Les séquences nut contiennent les régions boxA, boxB et 
boxC qui sont importantes lors de l’assemblage sur l’ARN polymérase du complexe 
d’antiterminaison. Ce complexe permet à l’ARN polymérase de transcrire à travers des 
terminateurs Rho-dépendants (Li et al., 1984, Berg et al., 1989). Certains facteurs comme par 
exemple, NusA, NusB, NusG, NusE (protéines ribosomales S10), NusG  ainsi que la protéine 
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ribosomale S4, sont essentiels au processus d’antiterminaison (Vogel et Jensen, 1995; Vogel 
et Jensen 1997; Zellars  et Squires, 1999; Torres et al., 2001; Torres et al., 2004; Bubunenko 
et al., 2007). Une mutation dans la région boxA conduit à une diminution de 20 à 25 % de la 
quantité de 16S et de 23S, et une mutation dans la région intergénique entre boxA et boxB 
conduit aussi à une diminution de 15% de la production de 50S (Heinrich et al., 1995; Pfeiffer 
et Hartmann, 1997). Parmi les trois régions boxA-boxB-boxC, seule boxA est essentielle à 
l’antiterminaison Rho-dépendante. Le 30S et le 50S sont deux sous-unités ribosomales qui 
s’associent pour former un ribosome 70S. Le 30S est formé par le 16S et son association à des 
protéines et le 50S est formé du 23 S et de son association avec des protéines. Située proche 
de 16S, la séquence « tL » du « leader » interagit avec le 16S de façon transitoire et participe à 
l’adoption de sa structure secondaire (Pardon et Wagner, 1995; Besançon et Wagner, 1999). 
Des mutations ponctuelles dans la région « tL » ont pour conséquences un retard dans la 
croissance et une sensibilité aux basses températures. Ce phénotype est causé par un défaut 
dans la structure du 30S, qui rend cette sous unité ribosomale fonctionnellement défectueuse 
(Balzer et Wagner, 1998; Theissen et Wagner, 1993). Comme le site de clivage de la RNase 
III se trouve très proche du 16S, des mutations ou des changements qui affectent ces 
séquences sur l’ADN influencent le clivage par la RNase III et sont à l’orgine d’un mauvais 
repliement du 16S (Schaferkordt et Wagner, 2001).  
 
En absence de topoisomérase I, des R-loops peuvent se former au début du 16S de l’opéron 
rrnB, sur un fragment d’ADN compris entre les deux sites de restriction de l’enzyme HindIII 
(Massé et al., 1997). La formation de R-loops dans la région du « leader » ou celle du 16S 
pourrait avoir de sérieux effets sur la synthèse des ARNr. Les R-loops pourraient en effet 
constituer un obstacle à la progression des ARN polymérases et interférer avec le processus 
d’antiterminaison ou le clivage par la RNase III. Un arrêt de la transcription ou une 
terminaison prématurée de la transcription pourraient aussi bien qu’une absence de clivage 
par la RNase III causer des défauts dans la maturation des ARNr. Comme le court transcrit de 
180 nucléotides qui s’accumule dans la souche topA gyrB(Ts) contient la séquence « leader » 
ainsi que les premières séquences du 16S, ceci indique l’absence de clivage par la RNase III 
(Hraiky et al., 2000). Il a été montré que des défauts de synthèse ou une maturation 
inappropriée de l’ARNr peuvent conduire à l’accumulation de précurseurs d’ARNr (Sagter-
Jager et al., 2007). Chez  la levure, il est aussi démontré que l’activité d’élongation de l’ARN 
polymérase est directement reliée au processus de maturation des ARNr et à l’assemblage des 










Figure 1 : La région « Leader » l’ARN ribosomal. La région « leader » comprise entre le 
















Figure 2 : Maturation des ARNr de l’opéron rrnB (Kaczanovska et Rydén-Aulin, 2007).  
Le premier clivage est réalisé par l’endoribonucléase III (RNase III) qui permet la séparation 
entre le 16S et l’ARNt. La RNase III reconnaît la tige double brin ARN de la structure tige-
boucle de 16S et clive au niveau de sa séquence spécifique (Bram et al., 1980; Liiv et 
Remme, 2004; Young et Steitz, 1978). L’action de le RNase III génère tout d’abord un 17S, le 
précurseur du 16S, qui possède en 5’ et 3’ des séquences supplémentaires par rapport au 16S. 
Les séquences en 5’ sont maturées par la RNase E et G (Li et al., 1999; Wachi et al., 1999). 
L’enzyme qui procède à la maturation de l’extrémité 3’ n’a pas encore été identifiée. La 
RNase E est une endoribonuclease qui préfère les extrémités 5’ monophosphatées (Mackie, 
1998; Mackie 2000). La RNase G est une endoribonuclease qui a une fonction homologue à 
celle de la RNase E  (Li et al., 1999; Wachi et al., 1999), mais ne peut totalement se substituer  
pour la RNase E (Lee et al., 2002; Ow et al., 2003). Une fois synthétisée, la maturation du 
23S est strictement dépendante de la RNase III qui clive l’ARN double brin au niveau de la 
tige dans la structure tige-boucle. L’exoribonucléase RNase T enlève les extrémités 3’ de la 
tige du 23S (Li et al., 1999) et une autre enzyme encore inconnue dégrade l’autre extrémité 
5’. La RNase T est une exoribonucléase qui reconnaît en 5’ une région spécifique de 4 
nucléotides sur un ARN simple brin (Zuo et Deutscher, 2002 a et b). La maturation du 5S 
commence par un clivage grâce à la RNase P qui génère un 9S, suivi par l’action de la RNase 
E aux extrémités 5’ et 3’ puis par celle de la RNase T à l’extrémité 3’ (Li et Deutscher, 1995). 
Une enzyme encore non identifiée termine le travail de maturation en 5’ du 5S. La RNase P 
est une endonuclease qui reconnaît une région d’ARN simple brin en 5’, proche d’une 
structure tige-boucle (Altman, 2007).  
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« leader » pourrait donc avoir des effets négatifs sur la synthèse et la maturation des ARNr ce 
qui pourrait également entraîner l’assemblage de ribosomes fonctionnellement défectueux. 
L’assemblage de ribosomes inactifs pourrait causer l’inhibition de la traduction et mener à 
l’inhibition transitoire de la croissance dans la souche topA gyrB(Ts) (Baaklini et al., 2004). 
Pour tester cette hypothèse, nous avons effectué des essais de traductions in vitro avec des 
extraits S30 de nos cellules. Un extrait S30 est une solution qui contient des ribosomes et les 
facteurs nécessaires à leur fonctionnement (Zubay, 1973). L’ARN du phage MS2 et un 
oligonucléotide constitué d’une suite d’uracil (PolyU), ont été utilisés comme ARN dans ces 
expériences de traduction in vitro. L’ARN du phage MS2 possède un site d’initiation de la 
traduction et permet de vérifier la capacité des ribosomes à initier la traduction. Le PolyU est 
une longue chaîne d’uracile sans site d’initiation de la traduction et permet de tester la 
capacité d’élongation des ribosomes. La faculté des extraits S30 à traduire ces deux ARN est 
mesurée à 28 °C en fonction du temps par la formation de chaînes d’acides aminés radioactifs. 
Les résultats de nos essais montrent que la quantité moyenne de chaînes d’acides aminés 
synthétisés à 28 °C est sensiblement pareille pour les extraits S30 obtenus en absence ou en 
présence de topoisomérase I (tableau I). Il n’y a donc aucun défaut dans l’activité des 
ribosomes de la souche topA gyrB(Ts), ni pour l’initiation, ni pour l’élongation de la 
traduction.  
L’inhibition de la traduction dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C devrait donc s’expliquer 
autrement que par l’inactivation des ribosomes. Nous avons déjà démontré qu’en absence de 
topoisomérase I, la synthèse de plusieurs ARN messagers (ARNm) est négativement affectée 
(Baaklini et al., 2004). Des ARNm incomplets en proportion plus importante que des ARNm 
de pleines longueurs s’accumulent dans les souches topA gyrB(Ts) à 28 °C. Ces ARNm 
incomplets qui s’accumulent représentent des produits d’ARNm qui possèdent encore leur 
extrémité 5’ et donc leur site d’initiation de la traduction. Si ces nombreux ARNm incomplets 
sont traductibles, ils pourraient être à l’origine de l’inhibition de la traduction. Réellement, le 
manque d’ARNm de pleine longueur et l’excès d’ARNm incomplets auraient pour 
conséquence la synthèse d’un nombre insuffisant de protéines complètes et la synthèse de 
nombreuses protéines tronquées. Une telle modification dans le profil de protéines serait 
désastreuse pour la cellule car les protéines tronquées étant en principe non fonctionnelles, le 
nombre insuffisant de protéines complètes et fonctionnelles présent ne serait pas en mesure de 
supporter la croissance. Une façon directe d’examiner la traductibilité de ces ARNm 
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incomplets est de voir s’ils sont associés aux ribosomes de la cellule. Les ribosomes totaux de 
nos cellules ont donc été fractionnés et les ARNm présents dans ces fractions ont été extraits 
(Article 1, figure et 2). Les différentes fractions de ribosomes que l’on retrouve dans une 
cellule sont : les 30S, les 50S, les monosomes et les polysomes. Un monosome représente un 
seul ribosome (70S) associé à un ARNm. Les polysomes représentent plusieurs ribosomes 
associés à un même ARNm comme par exemple, un disome (deux ribosomes) ou un trisome 
(trois ribosomes). L’ARNm de yhdG et de fis de l’opéron yhdG-fis ainsi que l’ARNm crp sont 
les ARNm incomplets que nous avons ciblés dans cette expérience. Nous avons montré 
auparavant que des produits d’ARN incomplets s’accumulaient pour ces deux gènes en 
absence de topoisomérase I (Baaklini et al., 2004). Les profils de ribosomes obtenus en 
absence de topoisomérase I montrent un pic très élevé de monosomes (Article 1, figure 2 et 
3). Les ribosomes dans la souche topA gyrB(Ts) à 28 °C sont en effet distribués en 
monosomes et presque pas en polysomes. Dans les souches témoins gyrB(Ts) et topA 
gyrB(Ts) qui surproduisent la RNase HI, on constate que les ribosomes sont distribués en 
monosomes et en polysomes. De façon générale, les ARNm associés aux ribosomes pour 
chacune des souches sont identiques en qualité et quantité à ceux que l’on retrouve 
habituellement dans chaque cellule. Les ARNm courts de crp dans la souche topA gyrB(Ts) 
sont associés aux monosomes et les ARN pleine longueur de crp présents dans les souches 
gyrB(Ts) et topA gyrB(Ts) qui surproduit la RNase HI, sont distribués autant sur les 
monosomes que sur les polysomes. Les ARNm de fis qui ne sont pas bien exprimés dans la 
souche topA gyrB(Ts) à 28 °C ne sont donc pas associés aux monosomes dans cette cellule. 
Puisqu’il est bien exprimé dans les souches gyrB(Ts) et topA gyrB(Ts) qui surproduisent la 
RNase HI, fis se retrouve associé aux monosomes et aux polysomes présents dans ces 
cellules. Nous pouvons donc affirmer que les ARNm incomplets qui s’accumulent dans le 
mutant topA gyrB(Ts) sont bien fonctionnels. Nous constatons également que le profil de 
ribosomes dans chaque cellule corrèle parfaitement avec la taille et l’abondance des ARN 
produits. Ceci s’explique par le fait que le nombre de ribosomes associés à un même ARNm 
dépend de la longueur de cet ARN. Plus l’ARN est long, plus il peut contenir de ribosomes et 
inversement lorsque l’ARN est court. C’est pour cette raison que dans la souche topA 
gyrB(Ts) qui produit des ARNm incomplets, on aperçoit surtout des monosomes et très peu 
de polysomes. Puisque les profils des ribosomes sont faits à partir de ribosomes totaux, ils 
reflètent assez bien toute l’activité traductionnelle de la cellule. Le phénomène de production 
d’ARNm incomplets s’appliquerait donc à tous les ARNm synthétisés dans la souche topA 
gyrB(Ts).  
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Comme les ARN incomplets sont traductibles, ils devaient alors être en mesure de produire 
des protéines tronquées dans le mutant topA gyrB(Ts) 28 °C. Alors que l’ensemble des 
protéines produites dans une cellule sont stables, les protéines anormales sont instables car 
elles sont très vite dégradées (Goldberg, 1972; Gottesman, 1996). Parmi les protéines 
anormales et instables, on distingue celles dont la conformation est inexacte, les protéines 
avec une suite d’acides aminés incorrecte et les protéines tronquées (Goldberg, 1972; 
Gottesman, 1989). Une cinétique de synthèse protéique in vivo tient compte de l’accumulation 
et de la dégradation des protéines. Dans ce type d’expérience, on détecte donc uniquement les 
protéines qui peuvent s’accumuler. Ceci veut dire que des protéines tronquées devraient être 
représentées par une diminution de l’intensité de leur signal ou une absence de bandes visibles 
après migration sur gel. Les migrations sur gel d’acrylamide réalisés à partir des cinétiques de 
synthèse protéique dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C ne montrent pas l’absence de bandes 
particulières (Article 1, figure 4). En général, le signal radioactif sur gel pour la souche topA 
gyrB(Ts) est plus faible comparativement aux autres souches. Ceci est en accord avec 
l’inhibition de la synthèse protéique que nous avons déjà observée auparavant à 28 °C 
(Baaklini et al., 2004). Sur le gel, on remarque également que notre mutant produit des 
protéines de faible poids moléculaire (PM) en quantité plus importante que des protéines de 
haut poids moléculaire (PM). Représenté sur un graphique en fonction du temps, le ratio de 
protéines de haut PM sur celles de faible PM est inférieur à 1 dans la souche topA gyrB(Ts) 
alors que dans les souches témoins il est égal à 1 (figure 3B). On note également que la 
vitesse de synthèse symbolisée par la pente des courbes est identique entre les différentes 
souches. Ceci confirme que les ribosomes fonctionnent de manière similaire dans toutes les 
souches.  
La diminution de protéines totales pourrait être interprétée comme le résultat de la synthèse de 
protéines tronquées et instables. Le fait que ce phénomène soit surtout visible pour les 
protéines de haut poids moléculaire indiquerait aussi qu’un plus grand nombre d’ARNm 
incomplets et traductibles serait produit à partir de la synthèse de gènes de grande taille. 
Quand l’ARN synthétisé est de grande taille, la fréquence de formation des R-loops devrait 
augmenter. En effet, plus le gène est long et plus sa transcription introduit du surenroulement 
négatif au niveau local sur l’ADN (Wu et al., 1988). En absence de topoisomérase I, 
l’augmentation de ce surenroulement négatif durant la transcription favorise la formation de 











Tableau I : Activité des extraits S30 à 28°C des souches gyrB(Ts) et topA gyrB(Ts). La 
quantité de radioactivité moyenne incorporée dans les chaînes d’acides aminés est indiquée 
pour les différents extraits S30 obtenus en absence et en présence de topoisomérase I et pour 
les ARN du phage MS2 et l’ARN polyU. Les résultats en cpm représentent la moyenne de 







S30 de 28 °C gyrB(Ts) gyrB(Ts) topA 
L-methionine S35 incorporée avec 
MS2 (en cpm)  
2 907 582 3 018 034 
L-phénylalanine-C14 incorporée 
avec poly(U) (en cpm) 
76 687 73 287 
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Les résultats de cinétiques de synthèse protéique ne montrent pas clairement que des protéines 
tronquées sont synthétisées. Par contre, ils montrent l’état du profil de protéines dans notre 
mutant. L’accumulation d’ARNm incomplets et traductibles au détriment d’ARNm de pleine 
longueur, pourrait être à l’origine de l’altération de la synthèse du profil protéique que nous 
oberservons. L’abondance de monosomes associés à des ARNm incomplets en absence de 
topoisomérase I est une indication de la synthèse de protéines tronquées. En accord avec notre 
interprétation, des cellules dans lesquelles l’endoribonucléase MazF est surproduite 
accumulent des ARN incomplets traductibles et montrent une abondance de monosomes 
(Zhang et al., 2005). MazF est une endoribonucléase qui clive l’ARN. Elle fait parti du 
système MazEF et ChpBIK toxine-antitoxine (Zhang et al., 2005).    
2. Origine des ARN incomplets en absence de topoisomérase I 
2.1 Les R-loop et les blocages transcriptionnels  
L’accumulation d’ARN incomplets dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C pourrait être 
provoquée par un blocage de la transcription suite à la formation de R-loops (Hraiky et al., 
2000). Cette hypothèse fut postulée par Hraiky et ses collaborateurs pour tenter d’expliquer la 
stabilité des ARNr incomplets dans le mutant topA gyrB(Ts) (Hraiky et al., 2000). D’après 
cette hypothèse, un R-loop empêcherait le déplacement d’ARN polymérases qui se trouvent 
en arrière de lui, ce qui conduirait à un blocage transcriptionnel et un arrêt de la transcription. 
L’ARN encore emprisonné dans l’ARN polymérase en arrêt serait stabilisé puisqu’il est 
protégé de l’attaque des ribonucléases. C’est donc seulement après un traitement chimique 
durant l’extraction d’ARN que les ARN devraient être libérés. Selon le modèle publié par 
Hraiky et al. (Hraiky et al., 2000), si un R-loop peut bloquer la transcription, un empilement 
d’ARN polymérases serait créé en aval de ce R-loop (figure 3).  
Les séquences d’ADN en contact avec les ARN polymérases empilées devraient être 
protégées de l’action des nucléases spécifiques à l’ADN (DNase). Une expérience 
d’empreinte sur l’ADN devrait donc nous permettre de vérifier cette hypothèse. Le principe 
de cette expérience consiste à digérer par des DNases l’ADN non protégé par son association 








          
                        
 
 
Figure 3 : Modèle du blocage de la transcription par un R-loop. La formation d’un R-loop 













l’ADN et les protéines qui y sont associées. Après l’action de DNases, les protéines sont 
éliminées par un autre traitement chimique et les séquences d’ADN non digérées sont 
récupérées et analysées. Les résultats d’empreinte d’ADN dans le mutant topA gyrB(Ts) à    
28 °C ne montrent pas des séquences d’ADN protégées dans cette souche (Kraiky et Drolet, 
résultats non publiés). Ces données ne supportent donc pas le modèle qu’un R-loop 
provoquerait un empilement d’ARN polymérases dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C.  
L’absence d’un empilement d’ARN polymérase en arrière d’un R-loop pourrait s’expliquer 
par un décrochage de l’ARN polymérase et une terminaison prématurée de la transcription. 
Une terminaison prématurée de la transcription est en accord avec la production d’ARN 
incomplets dans notre mutant. Avant la terminaison de la transcription, le complexe de 
transcription doit ralentir son incorporation de nucléotides et adopter un état de pause. Une 
halte du complexe de transcription permet au facteur Rho de rattraper l’ARN polymérase et 
de la faire décrocher de l’ADN (Landick, 2006). Lors d’une pause, l’ARN polymérase change 
de conformation et modifie l’emplacement du son site actif (Erie et al., 1993; Artsimovitch et 
Landick, 2000). La durée d’une pause dépend souvent de la concentration de ribonucléotides 
(rNTP) libres et de la nouvelle conformation adoptée par l’ARN polymérase (Greive et von 
Hippel, 2005). Après une pause, l’ARN polymérase peut reprendre la transcription, terminer 
la transcription ou encore être arrêtée. La hauteur de la barrière énergétique qu’il faut franchir 
lors du passage d’un état de pause vers un nouvel état, détermine si l’ARN polymérase 
reprend, termine ou arrête la transcription (von Hippel, 2006).  
Pour l’instant, on ne sait pas encore comment un R-loop peut influencer le déplacement 
d’ARN polymérases en amont de lui. On ne sait pas non plus si les R-loops peuvent induire 
des pauses transcriptionnelles. On ne sait pas non plus quel est le niveau de barrière 
énergétique que l’ARN polymérase aurait à franchir face à un R-loop, pour passer d’un état de 
pause vers un autre état. Chez les bactéries, la synthèse des ARNm est couplée à leur 
traduction. La présence de ribosomes sur l’ARNm protège cet ARNm de la terminaison Rho 
dépendante et de la dégradation par les ribonucléases. Nous avons montré que dans le mutant 
topA gyrB(Ts), les ARNm synthétisés sont associés aux ribosomes. Il est donc moins probable 
que des événements associés à la terminaison Rho dépendante surviennent au niveau des 
ARNm dans notre mutant topA gyrB(Ts).                                             
L’idée qu’un R-loop pourrait constituer une barrière physique au déplacement d’ARN 
polymérases est aussi discutable. Des barrières physiques sur l’ADN comme par exemple des 
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protéines de type histones associées à l’ADN (Introduction section 3), n’inhibent pas le 
déplacement de l’ARN polymérase in vivo alors qu’elles peuvent le compromettre in vitro 
(Pavco et Steege, 1990; Izban et Luse, 1991; Reines et Mote, 1993). Ceci indique que certains 
facteurs manquants dans les réactions in vitro favorisent in vivo la transcription à travers des 
obstacles sur l’ADN. Parmis ces facteurs, on peut citer GreA/GreB qui aident l’ARN 
polymérase à transcrire à travers des séquences d’ADN qui se lient à des protéines (Reines et 
Mote, 1993; Toulmé et al., 2000). En clivant le bout 3’ de l’ARN pour libérer le site actif de 
l’enzyme, les facteurs GreA/GreB viennent secourir et réactiver une ARN polymérase dans un 
état dit de « backtrack », (Borukhov et al., 1993; Artsimovitch et Landick, 2000). Un état de 
« backtrack » est une situation dans laquelle l’ARN polymérase est arrêtée. Cette situation 
survient lorsqu’une translocation vers l’arrière du complexe de transcription libère le bout 3’ 
de l’ARN à travers le canal secondaire de l’ARN polymérase (Korzheva et Mustaev, 2001; 
Komissarova et Kashlev, 1997 a et b; Nudler et al., 1997). Plusieurs cycles de clivages de 
l’ARN et de reprise de la transcription permettraient à un complexe d’élongation de transcrire 
à travers des barrières physiques sur l’ADN. La coopération entre ARN polymérases arrêtées 
peut aussi aider la transcription à traverser des obstacles sur l’ADN. Des ARN polymérases 
situées en arrière d’une ARN polymérase dans un état « backtrack » poussent cette dernière 
vers l’avant, lui permettant de passer à travers un obstacle sans qu’il soit nécessaire de cliver 
l’ARN (Epshtein et Nudler, 2003; Epshtein et al., 2003). Cette coopération entre ARN 
polymérases est possible en milieu de croissance riche car dans ces conditions, plusieurs ARN 
polymérases transcrivent simultanément le même gène (Epshtein et al., 2003). La présence de 
GreA/GreB et la coopération entre ARN polymérases pourraient aider l’ARN polymérase à 
traverser un R-loop. Chez les bactéries, la fréquence de transcription des ARNm est très faible 
comparée à celle des ARNr, et la coopération entre les ARN polymérase transcrivant des 
ARNm est donc peu probable. De plus, des blocages transcriptionnels dus aux R-loops 
devraient également arriver plus rarement au niveau des ARNm puisqu’ils ne sont pas 
fréquemment transcrits. Dans nos travaux, nous montrons que l’inhibition de la synthèse 
protéique est provoquée par un défaut de la synthèse des ARNm plutôt que par un défaut de la 
synthèse des ARNr. Ceci diminue considérablement l’importance qu’aurai des blocages 
transcriptionnels dans l’inhibition de la synthèse protéique.  
Il existe peu d’évidences in vivo qui montrent qu’un R-loop puisse constituer un blocage de la 
transcription. Chez la levure  Sacharomyces cerevisiae, il à été montré in vivo que des R-
loops qui se forment dans des mutants THO/THREX causent une inhibition de l’élongation de 
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la transcription (Huertas et Aguilera, 2003). Dans une autre étude récente, les mêmes auteurs 
montrent in vitro qu’un R-loop de 300 nucléotides formé sur un ADN négativement 
surenroulé diminue de 50% l’efficacité de transcription de l’ARN polymérase II (RNAPII) de 
la levure (Tous et Aguilera, 2007). Cette inhibition de la transcription est réversible lorsque la 
RNase HI est présente dans les réactions de transcription in vitro. Également in vitro, la 
transcription en continu d’un gène sans terminateur sur un ADN circulaire inhibe aussi la 
transcription, à moins que la ribonucléase A (RNase A) ou la RNase HI soit présente (Bentin 
et al., 2005). La RNase A est une ribonucléase qui clive l’ARN libre non associé à des 
protéines. Dans le cas de cette dernière étude, la RNase A clive donc l’ARN naissant à sa 
sortie de l’ARN polymérase. L’action de la RNase A dans ces essais de transcription aurait 
comme effet d’augmenter le nombre de complexes de transcription actif. La formation de R-
loops auraient alors comme effet de diminuer le nombre de complexes de transcription actif 
en constituant un obstacle à leur déplacement (Bentin et al., 2005). Pourtant, il a été montré in 
vitro qu’un R-loop présent sur un plasmide n’affecte pas vraiment l’activité transcriptionnelle 
de l’ARN polymérase (Bentin et Nielsen, 2002). D’après l’étude de Bentin et Nielsen, il 
semblerait que l’ARN polymérase soit capable de transcrire à travers un R-loop.  
Les évidences les plus directes qui suggèrent qu’un R-loop peut bloquer la transcription nous 
viennent donc d’essais in vitro (Tous et Aguilera, 2007). On ne peut alors pas transposer ces 
résultats à des situations similaires in vivo puisque plusieurs facteurs présents in vivo 
pourraient jouer un rôle déterminant dans ce processus. L’un des ces facteurs est la RNase HI. 
Encore active à 28 °C dans le mutant topA gyrB(Ts), cette enzyme pourrait diminuer la 
stabilité des R-loops et empêcher qu’ils deviennent un obstacle pour la transcription. La 
dégradation de l’ARN dans les R-loops empêcherait non seulement le blocage des ARN 
polymérases, mais pourrait également être tenue responsable de la production d’ARN 
incomplets.  
La possibilité qu’un R-loop puisse causer des blocages transcriptionnels est donc très 
discutable. Il est prématuré aujourd’hui de confirmer ou d’exclure l’hypothèse que le blocage 
de la transcription par un R-loop puisse être à l’origine de la production d’ARN incomplets. 
Des investigations supplémentaires sont alors nécessaires pour répondre à cette question. On 
pourrait tester la possibilité que des R-loops puissent provoquer la terminaison prématurée. 
On pourrait aussi vérifier l’implication de GreA/GreB ou d’autres facteurs susceptibles de 
  135
jouer un rôle dans le blocage de la transcription par un R-loop. La stabilité des R-loops dans 
le mutant topA gyrB(Ts) est également une question qui mérite une attention particulière.  
2.2 Stabilité des R-loops et leurs effets sur l’expression génique 
Un R-loop stable comparativement à un R-loop instable pourrait plus facilement inhiber la 
transcription en constituant un obstacle pour le déplacement des ARNs polymérases. La 
RNase HI qui joue un rôle déterminant dans la stabilité des R-loops pourrait alors influencer 
les effets de ces R-loops sur l’expression génique. Des R-loops stables sont en général à 
l’origine de phénomènes de recombinaison et d’instabilités génomiques (Introduction section 
6.4 à 6.5). Dans un mutant déficient en RNase HI, les R-loops stables déclenchent en effet la 
réponse SOS et le cSDR de façon chronique. Cependant, on ne sait pas si ces R-loops stables 
inhibent également l’expression génique. Lorsque la topoisomérase I est inactivée dans le 
mutant rnhA, ceci conduit à la mort cellulaire (Drolet et al., 1995). Des moyens pour contrôler 
la formation de R-loops ont donc été développés par les cellules. Afin de prévenir d’éventuels 
dommages à l’ADN et éviter que les activités génomiques ne soient affectées, les cellules 
maintiennent un minimum de contrôle sur la formation des R-loops grâce à l’activité de la 
RNase HI et celle de la topoisomérase I. La RNase HI agit en éliminant les R-loops alors que 
la topoisomérase I prévient leur formation. Ces deux enzymes jouent donc un rôle 
complémentaire dans le même mécanisme. Les R-loops présents dans le mutant rnhA 
pourraient alors avoir des effets sur l’expression génique similaires à ceux observés en 
absence de topoisomérase I.  
À 37 °C et à 28 °C, la croissance et la synthèse de β-galactosidase sont tous les deux altérés 
dans le mutant rnhA (Article 2 figure 1 et 2). L’effet de l’absence de RNase HI sur la 
croissance et la synthèse de β-galactosidase est cependant beaucoup moins sévère qu’en 
absence de topoisomérase I (Baaklini et al., 2004). La synthèse de crp et de lacZ est 
également affectée dans le mutant rnhA mais contrairement au mutant topA gyrB(Ts), aucun 
ARN incomplet n’est produit (Article 2, figure 3). On constate tout simplement une 
diminution dans l’expression de ces deux ARN. Les R-loops sont bien responsables de cette 
inhibition de l’expression de crp et de lacZ puisque la surproduction de la RNase HI corrige le 
problème. Des R-loops qui se forment en absence de topoisomérase I affectent aussi 
négativement l’expression des facteurs de résistance aux stress de hautes températures et 
oxydatifs (Cheng et al., 2003; Introduction section 6.7). La survie au stress non létal de 41 °C 
requiert la synthèse transitoire de protéines de stress comme DnaK et GrpE. C’est 
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l’accumulation du facteur de transcription σ32 qui est responsable de la synthèse des ces 
gènes. L’accumulation de σ32 est également transitoire à cause de la stabilisation 
momentanée de son ARN rpoH. Aidée par σ32, la transcription des gènes dnaK et grpE est 
aussi transitoire mais surtout très intense au début du stress. Dans le mutant rnhA, un délai 
dans la synthèse de σ32 cause un retard dans l’expression de dnaK et de grpE. Par Western 
blot, on constate par conséquent que l’expression de DnaK est retardée (Article 2, figures 4 et 
5). L’expression de lacZ et de crp est également affectée à haute température de la même 
manière qu’à 37 °C. La formation de R-loops au niveau des gènes de stress fortement 
transcrits serait responsable de ce retard dans l’expression génique. La surproduction de la 
RNase HI corrige en effet le retard dans l’expression des facteurs de stress. De même, la 
surproduction de la RNase HI rétablit l’expression de crp et de lacZ à hautes températures et 
améliore grandement le taux de survie à 51°C (Article 2, figures 4, 5 et 6).  
La réponse SOS et le cSDR pourraient être à l’origine de cette inhibition de l’expression 
génique. Dans ce cas, les R-loops stables auraient des effets indirects sur l’expression 
génique. Les nombreux événements de recombinaison et de réplication qui ont lieu dans le 
mutant rnhA, peuvent affecter la transcription en perturbant localement l’ADN et les activités 
génomiques. En occupant de l’espace génomique sur l’ADN, en changeant la conformation de 
l’ADN et la régulation génique ou en causant des collisions entre polymérases ARN et ADN, 
la recombinaison ou la réplication pourraient entrer en conflit avec les événements de 
transcriptions (Olavarieta et al., 2002; Camps et Loeb, 2005, section 6.6 et 6.4). L’élimination 
de RecA qui est le facteur essentiel pour déclencher le cSDR et la réponse SOS, indiquerait si 
ces deux processus sont impliqués dans l’inhibition de l’expression génique du mutant rnhA. 
Dans la souche rnhA, l’inactivation de RecA ne restaure pas la synthèse de β-galactosidase au 
même niveau qu’une souche rnhA + (tableau II). La réponse SOS et le cSDR ne sont donc pas 
impliqués dans l’inhibition de l’expression génique du mutant rnhA.  
Dans le mutant rnhA, la stabilité des R-loops pourrait mener à des blocages transcriptionnels 
et être à l’origine de l’inhibition de l’expression génique. L’inactivation du facteur Rho dans 
le mutant rnhA rend cette souche très malade (Article 2, figure 9). En absence du facteur de 
terminaison Rho, la fréquence de terminaison de la transcription devrait diminuer. Ceci 
indique que la terminaison Rho dépendante de la transcription joue un rôle important pour 





β-galactosidase (unités Miller)  
Souches 37°C 28°C 42°C 
WT 372 (+/-113) 75 (+/-23) 432 (+/-72) 
rnhA  326 (+/-70) 40 (+/-12) 425 (+/-32) 
recA 268 (+/-74) 54 (+/-7) 467 (+/-95) 




Tableau II : Synthèse de β-galactosidase dans le mutant rnhA recA. Cette expérience a été 
réalisée de façon identique à celle de la figure 1 de l’article 2 pour les températures de 37 °C, 
28 °C et 42 °C. L’IPTG à 28 °C et 42 °C a été ajouté après 20 minutes d’incubation et les 
échantillons ont été récoltés après 2 minutes d’induction. Le nombre d’unité Miller de β-
galacosidase à été calculé comme indiqué auparavant (Baaklini et al., 2004). La moyenne et 
l’écart type de la moyenne on été calculés à partir de trois expériences réalisées de façon 







nécessaire pour désengager l’ARN polymérase et libérer l’ADN des blocages 
transcriptionnels. Des mutations dans des facteurs d’antiterminaisons sont également nuisibles 
au mutant rnhA, puisque des cellules nusB rnhA sont très malades et le mutant rnhA nusG 
n’est pas viable (Harinarayanan et Gowrishankar, 2003). Ceci pourrait s’expliquer par le fait 
que la présence de facteurs d’antiterminaison est requise pour permettre à la cellule de 
synthétiser un minimum d’ARN. Un juste équilibre entre terminaison de la transcription et 
l’antiterminaison de la transcription est donc essentiel en absence de RNase HI. Comme c’est 
le cas dans certains essais in vitro (Tous et Aguilera, 2007; Bentin et al., 2005), les R-loops 
stables en absence de RNase HI pourraient diminuer le nombre de complexes de transcription 
actifs en constituant des obstacles à la transcription. L’importance du facteur de terminaison 
Rho pour la survie du mutant rnhA supporte bien cette idée. En absence de Rho, un plus grand 
nombre d’ARN polymérases resteraient bloquées ce qui aurait des effets négatifs sur 
l’expression génique et la croissance. L’expression réduite de lacZ et de crp, de même que le 
retard dans la synthèse et l’accumulation de facteurs de stress pourraient bien s’expliquer par 
une diminution de la fréquence de transcription causée par un R-loop bloquant la 
transcription. L’effet du surenroulement sur l’initiation de la transcription pourrait également 
expliquer cette inhibition de l’expression génique. Dans le mutant topA rnhA, l’ADN est 
moins surenroulé négativement que dans une souche de type sauvage (Usongo et al., 2008). 
Or, la présence de surenroulement négatif minimum dans l’ADN est nécessaire à la formation 
de complexes de transcriptionels ouverts (Introduction section 5.1) 
Le mécanisme par lequel les R-loops du mutant rnhA inhibent l’expression génique demeure 
encore une énigme. Nous pouvons par contre affirmer que les R-loops formés en absence de 
RNase HI inhibent l’expression génique sans que des ARN incomplets ne soient produits. 
Ceci constitue une différence majeure avec le mutant topA gyrB(Ts). La stabilité des R-loops 
n’étant pas pareille entre les deux souches, elle devrait alors être l’élément qui fait la 
différence entre ces deux effets. L’absence de réponse SOS et du cSDR dans le mutant topA 
gyrB(Ts) indique en effet que les R-loops ne sont pas assez stables en l’absence de 
topoisomérase I (Drolet et al., 1995). La RNase HI qui contrôle la stabilité des R-loops est 






2.3 L’hypersurenroulement négatif et la production d’ARN incomplets  
L’idée que la RNase HI soit responsable de la production d’ARNm incomplets est très 
pertinente. Pourtant, cette possibilité est en contradiction avec le fait que la surproduction de 
la RNase HI favorise la production d’ARN de pleine longueur (Baaklini et al., 2004). Il est en 
effet paradoxal que cette enzyme qui a pour activité de dégrader l’ARN puisse aussi aider à la 
production d’ARN de pleine longueur quand elle est surproduite. Nous savons qu’en absence 
de topoisomérase I, la transcription génère un excès de surenroulement négatif selon le 
modèle du « twin domain supercoil » (Massé et Drolet, 1999a; Liu et Wang, 1987). L’excès 
de surenroulement négatif qui s’accumule en absence de topoisomérase I favorise la 
formation de R-loop et la création d’hypersurenroulement négatif (Massé et Drolet, 1999 a et 
b). Dans des essais de transcription in vitro en présence de gyrase et en absence de 
topoisomérase I, la RNase HI à un effet très clair sur l’apparition d’hypersurenroulement 
négatif. Lorsqu’elle est en excès, on ne remarque pas d’hypersurenroulement négatif et quand 
elle est en faible quantité ou absente, on remarque la présence d’hypersurenroulement négatif 
(Phoenix et al., 1997).  
Comme la seule activité possible de la RNase HI est la dégradation de l’ARN d’un R-loop, 
son effet sur l’hypersurenroulement négatif est indirect et passe absolument par 
l’intermédiaire de l’élimination du R-loop. La surproduction de la RNase HI aurait donc deux 
effets majeurs en absence de topoisomérase I. Le premier est de favoriser la production 
d’ARN de pleine longueur, le deuxième est d’inhiber l’hypersurenroulement négatif. La 
RNase HI dans des concentrations physiologiques n’empêche pas l’accumulation de 
surenroulement négatif et ne favorise pas la production d’ARN pleine longueur (Massé et 
Drolet, 1999b; Baaklini et al., 2004; Hraiky et al., 2000). Il existerait donc un lien entre la 
concentration de RNase HI, l’accumulation de surenroulement négatif et la production d’ARN 
incomplets en absence de topoisomérase I. Pour établir un tel lien, nous avons mesuré le 
niveau de surenroulement négatif à différents moments pendant l’inhibition transitoire de la 
croissance de notre mutant. Les résultats de cette expérience montrent qu’à une température 
de 28 °C, l’inhibition transitoire de la croissance corrèle parfaitement avec la présence 
d’hypersurenroulement négatif (Article 1, figure 1a). Lorsque la RNase HI est en 
concentration physiologique, l’hypersurenroulement négatif se maintient aussi longtemps que 
la croissance est inhibée. Quand la croissance reprend, l’hypersurenroulement négatif 
commence à disparaître. Dans la souche qui surproduit la RNase HI, la croissance n’est pas 
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inhibée à 28 °C et aucun hypersurenroulement négatif n’est présent. À une température de 26 
et de 21 °C, on aperçoit de façon étonnante une inhibition très brève de la croissance et 
l’apparition d’hypersurenroulement négatif dans la souche qui surproduit la RNase HI 
(Article 1, figure 1b et 1c). Plus la température est basse, plus l’inhibition transitoire de la 
croissance est longue et plus l’hypersurenroulement négatif s’accumule. Quand la RNase HI 
n’est pas surproduite en absence de topoisomérase I, il y a beaucoup plus 
d’hypersurenroulement négatif qui s’accumule et l’inhibition de la croissance est très longue à 
basse température. À 28 °C, la surproduction de la RNase HI réduit alors l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif de façon significative. Mais plus on baisse la température, plus 
son efficacité semble diminuer. En effet, à 21 et à 26 °C la surproduction de la RNase HI 
n’empêche pas l’apparition d’hypersurenroulement négatif mais en réduit plutôt son 
accumulation. La stabilisation de l’hypersurenroulement négatif à basse température par un 
mécanisme encore inconnu ou l’inactivation à basse température de certains facteurs de 
régulation du surenroulement négatif, pourraient expliquer ce phénomène. L’inhibition 
transitoire de la croissance corrèle donc parfaitement avec l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif. Tout en prévenant l’accumulation d’hypersurenroulement 
négatif en absence de topoisomérase I, la surproduction de la RNase HI facilite aussi la 
production d’ARN pleine longueur et permet la croissance.  
La production d’ARN incomplets est conséquemment liée à la présence 
d’hypersurenroulement négatif. Deux facteurs connus influencent la formation de R-loops : le 
niveau de surenroulement négatif et la richesse en bases G sur l’ADN complémentaire à 
l’ARN (Introduction section 5.3 et 5.4). La transcription du fragment HindIII riche en bases G 
et la transcription d’une séquence de la région CSR des immunoglobulines forment des R-
loops quand ils sont transcrits dans le sens physiologique (Yu et al., 2003; Massé et Drolet, 
1997). Dans le sens physiologique, ces deux fragments sont riches en bases G alors que dans 
le sens non physiologique elles sont riches en bases C. Quand l’ADN est hypersurenroulé 
négativement, la transcription de ces deux fragments forment des R-loops peu importe le sens 
de la transcription (Article 1, figure 8). L’ADN hypersurenroulé négativement favorise donc 
la formation de nombreux R-loops non spécifiques. La surproduction de la RNase HI diminue 
considérablement la formation de R-loops en prévenant l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif. Lorsque la RNase HI est en concentration physiologique, 
l’hypersurenroulement négatif peut donc s’accumuler favorisant la formation de nombreux R-
loops non spécifiques. L’effet de la surproduction de la RNase HI est donc d’éviter la 
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formation de nombreux R-loops et les ARN incomplets qui en résultent, en empêchant 
l’accumulation d’hypersurenroulement négatif.  
Selon le modèle du « R-loop self promoting cycle » (Drolet 2006), l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif en absence de topoisomérase I est dépendante de la 
concentration de RNase HI et de l’activité de surenroulement négatif de la gyrase (Drolet 
2006; introduction 5.5). L’effet de la surproduction de la RNase HI sur l’accumulation 
d’hypersurenroulement négatif ainsi que la formation de R-loops non spécifiques quand 
l’ADN est hypersurenroulé négativement, supportent le modèle du « R-loop self promoting 
cycle ». D’après ce modèle, la dégradation des R-loops est essentielle à la diffusion du 
surenroulement négatif et à son accumulation. La dégradation de l’ARN des R-loops par la 
RNase HI pourrait alors être tenue responsable de la production d’ARN incomplets. 
La diminution de l’hypersurenroulement négatif en absence de topoisomérase I lorsque la 
croissance reprend est très étonnante (Article 1, figure 1a). En effet, la gyrase qui est 
responsable de l’introduction du surenroulement négatif devrait encore être active et 
introduire du surenroulement négatif. Un scénario possible serait que l’activité de la gyrase 
soit diminuée à cause d’une réduction dans le ratio ATP/ADP. Ceci se produirait suite à la 
consommation des réserves énergétiques de la cellule par la surinitiation des ARNr (Hraiky et 
al., 2000). Une autre possibilité serait que la topoisomérase IV ou la topoisomérase III 
relaxerait l’excès de surenroulement négatif. La topoisomérase IV étant surtout occupée dans 
la ségrégation des chromosomes et la topoisomérase III dans la recombinaison, la présence de 
surenroulement négatif en grande quantité pourrait rediriger l’activité de ces deux enzymes 
vers ce substrat en excès. Récemment, une étude a démontré que la topoisomérase IV a la 
capacité de diminuer l’accumulation d’hypersurenroulement négatif en l’absence de 
topoisomérase I (Usongo et al., 2008). En s’associant à l’ADN, des nombreuse protéines de 
type Histones ou encore des SMC pourraient également restreindre le surenroulement négatif 
et le contrôler (Introduction section 3.1.2 et 3.1.3). Ces protéines pourraient empêcher la 
diffusion du surenroulement négatif et pourraient diminuer son accumulation. Enfin, la RNase 
HI en concentration physiologique pourrait après un certain temps venir à bout des nombreux 
R-loops ce qui diminuerait le niveau de surenroulement négatif. Toutes ces possibilités 
contribueraient de façon individuelle ou simultanée à abaisser le niveau de surenroulement 
négatif lors de la reprise de croissance.  
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Les cellules déficientes en topoisomérase I ont tendance à accumuler des mutations 
compensatoires dans la gyrase afin de diminuer son activité de surenroulement négatif (Pruss 
et al., 1982; Hammond et al., 1991; Introduction section 2.3). La diminution du 
surenroulement négatif lors de la reprise de la croissance en absence de topoisomérase I 
s’inscrit dans le même principe. En contrôlant l’excès de surenroulement négatif, la cellule 
diminue la formation des R-loops et favorise la croissance. La cellule possède donc d’autres 
moyens que l’action de la topoisomérase I pour contrôler l’excès de surenroulement négatif. 
Cependant, ces moyens alternatifs semblent être moins efficaces que la topoisomérase I pour 
contrôler le surenroulement négatif. Il serait intéressant d’examiner ces possibilités afin de 
découvrir de nouveaux facteurs impliqués dans la régulation du surenroulement négatif et 
dans la formation des R-loops.   
2.4 La dégradation des ARN et la production d’ARN incomplets : le rôle de la RNase HI  
Afin de vérifier si les ARNm incomplets sont des produits de dégradation, nous avons réalisé 
des expériences de stabilité de l’ARN. Le principe de ces expériences est d’arrêter la synthèse 
d’ARN et de suivre dans le temps le destin de l’ARN déjà produit. La synthèse de l’ARN est 
arrêtée par l’ajout de rifampicine, un antibiotique qui empêche l’ARN polymérase d’initier la 
transcription, supprimant ainsi tout nouveau cycle de transcription. Grâce à un 
oligonucléotide spécifique à fis, on détecte par Northern Blot au temps zéro de l’ajout de 
rifampicine, la présence de l’ARN yhdG-fis et de fis dans les souches gyrB(Ts) et topA 
gyrB(Ts) qui surproduisent la RNase HI (Article 1, figure 5). Normalement, yhdG-fis est 
maturé par endoclivage ce qui donne deux produits yhdG et fis (Ball et al., 1992). On note 
effectivement qu’après l’ajout de rifampicine, la maturation se déroule normalement dans ces 
deux souches. Dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C, on remarque au moment de l’ajout de 
rifampicine et après, la présence de yhdG-fis mais pas celle de fis. fis est remplacé par une 
trainée visible à l’endroit ou doit se trouver sa bande. Ceci est en accord avec le fait que fis est 
difficilement détectable dans le mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C (Baaklini et al., 2004). En 
absence de topoisomérase I, la maturation de yhdG-fis ne se déroule donc pas de façon 
normale.  
Quand on regarde yhdG avec un oligonucléotide spécifique à sa région 5’, on remarque qu’en 
absence de topoisomérase I plusieurs ARN incomplets stables s’accumulent (figure 4A). Ces 
fragments d’ARN plus petits que l’ARN polycistronique sont détectables uniquement dans la 
souche topA gyrB(Ts) et sont déjà visibles au temps zéro de l’ajout de rifampicine. De façon 
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continue dans le temps, chaque ARN incomplet disparat un à la fois dans un ordre décroissant 
en fonction de leur poids moléculaire. Dans les cellules gyrB(Ts) et topA gyrB(Ts) qui 
surproduisent la RNase HI, l’ARN pleine longueur yhdG-fis est vite dégradé au profit d’un 
ARN de petite taille, l’ARN fis.  
Le traitement de nos cellules avec un inhibiteur de la synthèse protéique fait en sorte que tous 
les fragments d’ARN incomplets de yhdG présents dans la souche topA gyrB(Ts) deviennent 
également visibles dans les souches témoins (figure 4B). Un inhibiteur de la synthèse 
protéique stabilise l’ARN à cause d’une pénurie de ribonucléases provoquée par la 
surinitiation des ARNr (Lopez et al., 1998). Lorsque la synthèse protéique est totalement 
inhibée par un antibiotique, le processus de dégradation est alors ralenti et l’on peut constater 
l’accumulation d’intermédiaires de dégradation. Puisque les ARN incomplets de la souche 
topA- se retrouvent dans les souches gyrB(Ts), ces ARN devraient être des intermédiaires de 
dégradation de l’ARN pleine longueur plutôt que le résultat de blocages transcriptionnels. En 
effet, l’ARN en amont de blocages transcriptionnels ne devrait pas être synthétisé et l’ARN 
pleine longueur indétectable. La stabilité des intermédiaires de dégradation de yhdG pourrait 
s’expliquer par une pénurie de nucléases, comme c’est le cas lors de l’ajout d’un inhibiteur de 
la synthèse protéique. Ceci est pourtant peu vraisemblable puisqu’une pénurie de 
ribonucléases devrait stabiliser aussi bien l’ARN de fis que celui de yhdG. Dans le mutant 
topA gyrB(Ts), il semble plutôt que le processus de dégradation de yhdG est ralenti alors que 
la dégradation de fis est accélérée. Le gène lacA de l’opéron lactose se comporte également 
comme fis. LacA qui est le troisième gène de l’opéron lactose est maturé par endoclivage de la 
RNase P et la RNase E dans la région intergénique entre lacA et lacY (Li et Altman, 2004). 
Dans la souche topA+, on observe trois produits de maturation de l’ARN polycistronique de 
l’opéron lactose (lac) : lacZ, lacY et lacA (Article 1, figures 6 et 7). Dans la souche déficiente 
en topoisomérase I, les produits de maturation de l’ARN pleine longueur et polycistronique 
lac, c'est-à-dire les produits lacZ et lacA sont remplacés par une traînée au lieu d’une bande 
claire. Ceci est le signe que lacZ et lacA sont synthétisés mais qu’ils sont très vite dégradés. 
L’ensemble de ces résultats suggère que les ARNm sont normalement synthétisés dans le 
mutant topA gyrB(Ts) à 28 °C mais qu’ils sont anormalement dégradés.  
L’événement qui déclenche le processus de dégradation de l’ARN chez Escherichia coli est 
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Figure 4 : La stabilité de yhdG et de fis à 28 °C en absence de topoisomérase I. (A), 
Stabilité de yhdG en fonction du temps après ajout de rifampicine. Cette expérience a été 
réalisée de façon identique à celle de la figure 5 de l’article 1, avec l’exception qu’une sonde 
oligonucléotide spécifique à la région 5’ de yhdG a été utilisée (Baaklini et al., 2004). (B), 
stabilité de yhdG et fis après ajout de rifampicine en présence de spectinomycine, un 
inhibiteur de la synthèse protéique. Cette expérience a été réalisée de façon identique à celle 
en A pour l’ARN yhdG et identique à celle de la figure 5 de l’article 1 pour fis. La seule 
différence est que la spectinomycine a été ajoutée 15 minutes à 37°C avant le transfert des 
cellules à 28°C.  







               
 
 






ce processus, alors que d’autres endoribonucléases y jouent un rôle mineur (la RNase G, 
RNase III, RNase P et la RNase Z) (Iost et Dreyfus, 1995; Carpousis, 2007).  
La RNase E reconnaît les extrémités phosphates libres d’un ARN simple brin et s’y attache 
grâce à la présence d’au moins 4 nucléotides. Bien qu’elle puisse reconnaître les extrémités 5’ 
d’un ARN triphosphorylées, la RNase E a une grande préférence pour les extrémités ARN 5’ 
monophophorylées (Mackie, 1998; Mackie 2000). L’extrémité 5’ du transcrit est donc 
partiellement protégée de la dégradation en raison de la présence de 3 phosphates. Dans une 
étude récente, il est suggéré qu’une pyrophosphatase enlèverait les phosphates en 5’ sur 
l’ARN pour produire des extrémités 5’ monophosphates, permettant à la RNase E d’agir plus 
efficacement aux extrémités 5’ de l’ARN (Celesnick et al., 2007). L’existence de la 
pyrophosphatase suggérée par l’abondance de produits 5’ ARN monophophorylés dans la 
cellule, fut récemment confirmée (Deana et al., 2008).  
En raison de l’absence d’extrémités phosphatées, le bout 3’ de l’ARN n’est pas accessible à la 
RNase E. Ce sont les exoribonucléases qui possèdent la capacité de dégrader l’ARN à partir 
de son extrémité 3’. Les exoribonucléases dégradent l’ARN de son extrémité 3’ vers la 5’ de 
manière processive. Cependant, en raison des structures secondaires qui sont présentes en 3’ 
de l’ARN, même les exoribonucléases ont des difficultés à dégrader l’ARN à partir de son 
extrémité 3’. L’ARN issu de l’endoclivage est donc un substrat plus facile d’accès pour les 
exonucléases puisque qu’il ne devrait pas posséder de structures secondaires en 3’. Les 
principales exoribonucléases chez E. coli sont : la RNase II, la PNPase et la RNase R. La 
RNase II dégrade uniquement des ARN simples brins dépourvus de structures secondaires. La 
PNPase et le RNase R peuvent dégrader l’ARN possédant des structures secondaires à 
condition que la polymérase PAP1 synthétise une queue polyA à l’extrémité 3’ de l’ARN. 
Chez E. coli, la dégradation de l’ARN commence donc par un endoclivage 5’ vers 3’, lequel 
est suivi par un exoclivage 3’ vers 5’ des fragments générés pas l’endoclivage. Ceci implique 
alors que la dégradation de l’ARN a une polarité nette de 5’ vers 3’ (Coburn et Mackie, 
1999). 
La RNase E étant l’endoribonucléase majeure chez E. coli, elle pourrait être impliquée dans la 
dégradation de l’ARN en absence de topoisomérase I. Nous avons donc inactivé la RNase E 
dans notre mutant dans l’espoir de voir le profil de nos ARNm changer. En absence de 
topoisomérase I, l’inactivation de la RNase E ne change pas le fait que l’ARN lacA soit 
dégradé. L’inactivation de la RNase E a plutôt tendance à stabiliser tout les d’ARN qu’ils 
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soient de pleine longueur ou courts (résultats non publiés). Il a été démontré en effet qu’une 
délétion de la RNase E augmente la stabilité de l’ARN (Iost et Dreyfus, 1995). Ce résultat 
indique que la dégradation de l’ARN dans la souche topA gyrB(Ts) est un événement qui a 
lieu avant l’action de la RNase E. Le clivage de l’ARN des R-loops par la RNase HI pourrait 
être à l’origine de ce phénomène. Un clivage de l’ARN par la RNase HI fournit une extrémité 
5’ monophosphatée pour l’ARN en aval du R-loop et une extrémité OH pour l’ARN en amont 
du R-loop (Crouch et Dirksen, 1982; Introduction section 5.2). La production de nombreux 
ARN aux extrémités monophosphatées serait un substrat de choix pour le RNase E. L’ARN 
issue de la dégradation par la RNase HI en aval du R-loop serait alors très vite dégradé. 
L’ARN en amont du R-loop dont l’extrémité 5’ est triphosphorylé, serait dégradé moins 
rapidement comparativement à l’ARN en amont (figure 7). Les exoribonucléases y auraient 
pourtant un meilleur accès à cause de son extrémité 3’ OH. Mais, leur action étant processive, 
elles pourraient être ralenties par d’autres structures secondaires présentes en amont sur 
l’ARN. Ceci expliquerait pourquoi la dégradation de fis et lacA est très rapide 
comparativement à celle de yhdG. 
Pour tester l’hypothèse que la RNase HI est responsable de la dégradation de l’ARN dans les 
souches déficientes en topoisomérase I, nous avons inactivé le gène rnhA de notre mutant 
topA gyrB(Ts) et vérifié si des ARN pleine longueur peuvent s’accumuler à nouveau. Comme 
c’est le cas du double mutant topA rnhA (Drolet et al., 1995), ce triple mutant n’est pas viable. 
Un plasmide sous le contrôle de l’arabinose produit de la RNase HI et permet à la souche de 
survivre (Usongo et al., 2008). Quand l’arabinose est enlevé du milieu, l’absence totale de 
RNase HI nous donne une petite fenêtre avant la mort cellulaire pour tester notre hypothèse. 
Cependant, l’ADN dans ce triple mutant est très relaxé et on n’apperçoit donc pas 
d’hypersurenroulement négatif. Nous savons pourtant que la présence d’hypersurenroulement 
négatif est reliée à la production d’ARN incomplets. Dans ce triple mutant, l’ARN de fis est 
en effet de pleine longueur (Usongo et al., 2008). Nous ne sommes donc pas en mesure de 
tester notre hypothèse avec le triple mutant topA gyrB(Ts) rnhA.  
Le fait que l’ARN ne soit pas dégradé quand l’ADN est dans un état relaxé, supporte assez 
bien l’idée que l’hypersurenroulement négatif est impliqué dans la production d’ARN 
incomplets. Pour tester notre hypothèse avec ce modèle, il faudrait éliminer la relaxation de 
l’ADN dans le triple mutant. Il s’agirait d’identifier les facteurs impliqués dans la relaxation 








Figure 6 : Modèle de la production d’ARN courts par la RNase HI. Le clivage de l’ARN 
d’un R-loop par la RNase HI génère un bout d’ARN avec une extrémité 3’ hydoxyle (OH) et 
un autre bout d’ARN avec une extrémité 5’ monophosphate (P). Les substrats 
monophosphatés sont préférés par la RNase E qui les dégrade alors très vite contrairement 
























négativement. Nous ne pouvons donc démontrer pour l’instant que la RNase HI est 
responsable de la dégradation de l’ARN. Cependant, cette possibilité est soutenue par 
plusieurs observations. Premièrement, la RNase E qui est l’endoribonucléase majeure de la 
cellule, ne semble pas être impliquée dans ce processus. En effet, une mutation de cette 
enzyme n’empêche pas la production d’ARNm incomplets et a plutôt tendance à stabiliser 
aussi bien les ARNm pleine longueur que les ARNm incomplets. La dégradation de l’ARNm 
à donc lieu bien avant l’action de la RNase E. Deuxièmement, dans un mutant dépourvu de 
RNase HI, les R-loops conduisent à l’inhibition de l’expression génique sans pour autant 
causer la dégradation de l’ARN. Troisièmement, le lien direct entre la concentration de la 
RNase HI, l’accumulation d’hypersurenroulement négatif et la croissance, montre que la 
RNase HI joue un rôle primordial dans la production d’ARNm incomplets. Finalement, le 
processus de maturation normal de plusieurs ARNm polycistroniques est altéré. Les produits 
proximaux d’ARNm polycistroniques et leurs intermédiaires de dégradation s’accumulent, 
alors que les produits distaux de ces ARNm sont très vite dégradés et remplacés par une 
traînée visible sur gel. Un ralentissement dans la dégradation des produits en 5’ de l’ARN et 
une accélération de ceux en 3’ indiquent une implication de la RNase HI. D’après nos 
résultats, les R-loops formés à l’intérieur des gènes et leur dégradation par la RNase HI 
interféreraient avec le processus de maturation habituel de l’ARN. Leur dégradation par la 
RNase HI produirait aussi des ARN distaux aux extrémités monophosphatés, substrats favoris 
de la RNase E. Les ARNm proximaux possédant une extrémité triphosphorylée seraient alors 
temporairement stabilisés puisque la RNase E serait relocalisée au niveau des nombreux ARN 
















Dans le mutant topA gyrB(Ts), les ribosomes sont fonctionnels malgré un défaut dans la 
synthèse des ARN ribosomaux. Une défectuosité des ribosomes ne peut donc pas expliquer 
l’inhibition de la synthèse protéique dans notre mutant. Par contre, l’accumulation d’ARNm 
incomplets et traductibles au profit d’ARNm de pleine longueur semble être responsable de 
l’altération du profil protéique de la cellule. Un défaut important dans la synthèse protéique 
serait en mesure de ralentir et même d’arrêter la croissance bactérienne. 
  
La présence et l’accumulation d’hypersurenroulement corrèle parfaitement avec l’inhibition 
de la croissance et son accumulation est inhibée par la surproduction de la RNase HI. Dans un 
état hypersurenroulé négativement, la séparation considérable des brins d’ADN favorise la 
formation de nombreux R-loops non spécifiques (indépendants de la richesse en bases GC). 
La surproduction de la RNase HI a donc pour effet d’empêcher cette accumulation 
d’hypersurenroulement négatif ce qui prévient alors la formation de nombreux R-loops. 
Comme la présence d’hypersurenroulement négatif corrèle parfaitement avec la croissance, 
son accumulation est alors associée à la production d’ARNm incomplets. La seule activité 
connue de la RNase HI est la dégradation de l’ARN d’un hybride ARN/ADN. Dans ces 
conditions, l’effet de la RNase HI sur l’hypersurenoulement négatif est intimement lié à 
l’élimination des R-loops par cette enzyme. C’est donc en supprimant très rapidement les 
premiers R-loops formés que les molécules de RNase HI en excès ont un effet sur 
l’accumulation d’hypersurenroulement négatif. Cela suggère que la présence de R-loops 
relativement stables contribue à l’accumulation d’hypersurenroulement négatif selon le 
modèle du « R-loop self promoting cycle » (Drolet, 2006). Quand la RNase HI est présente en 
faible quantité, son action distributive contribuerait à la stabilité relative des R-loops. Nos 
travaux sur le lien entre l’hypersurenroulement négatif et la formation de R-loops, ainsi que 
ceux de la surproduction de la RNase HI sur l’accumulation du surenroulement négatif et sur 
croissance, supportent assez bien ce modèle.  
 
Selon le modèle du « R-loop self promoting cycle », la dégradation de l’ARN des R-loops par 
la RNase HI favoriserait la diffusion et l’accumulation de surenroulement négatif. Les 
expériences de stabilité de l’ARN montrent que des ARNm de pleine longueur sont 
synthétisés mais très vite dégradés. Ceci exclut la possibilité que les ARNm incomplets soient 
issus de blocages transcriptionnels engendrés par des R-loops, sinon les ARNm de pleine 
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longueur ne seraient pas synthétisés. De plus, aucunes preuves de blocages transcriptionnels 
dans le mutant topA n’ont encore êté fournies. Par ailleurs, les évidences que de tels 
événements puissent avoir lieu in vivo sont faibles. Le mécanisme par lequel l’ARNm pleine 
longueur est dégradé n’a pas encore été élucidé. Cependant, de nombreuses évidences 
montrent que la RNase HI est l’élément principal dans ce processus.  
 
Avant nos travaux, aucune étude n’avait encore décrit les effets des R-loops sur l’expression 
génique. Nous avons démontré que la formation de R-loops en l’absence de topoisomérase I 
était responsable de l’inhibition de l’expression génique. Nous montrons aussi pour la 
première fois que dans le mutant rnhA, la formation des R-loops stables est responsable d’une 
diminution de l’expression génique, particulièrement suite à l’exposition à un stress (Article 
2). Contrairement à un mutant topA, les R-loops dans le mutant rnhA ne conduisent pas à la 
dégradation de l’ARN. On peut donc citer deux effets nouveaux des R-loops sur l’expression 
génique. En absence de topoisomérase I et en présence de RNase HI, la formation de R-loops 
conduit à l’accumulation d’hypersurenroulement négatif ce qui a pour conséquence la 
dégradation de l’ARN et l’inhibition de l’expression génique. En l’absence de RNase HI et en 
présence de topoisomérase I, la formation de R-loops mène à une diminution de l’expression 
génique. Dans les deux cas, les R-loops sont à l’origine de l’inhibition de l’expression 
génique qui affecte négativement la croissance. 
 
Une des conséquences importantes de la formation de R-loops est la modification du 
surenroulement de l’ADN. En absence de topoisomérase I, il y a une accumulation 
d’hypersurenroulement négatif qui a tendance à diminuer au moment où la croissance 
reprend. Lorsque la topoisomérase I et la RNase HI sont toutes deux inactivées, l’ADN est 
alors excessivement relaxé ce qui affecte la viabilité des cellules. Il apparaît donc que la 
réponse cellulaire à la formation de R-loops est la relaxation du surenroulement négatif. 
Quand l’ADN est très relaxé, il pourrait y avoir de nombreuses conséquences sur les fonctions 
de l’ADN et sur les différentes activités cellulaires (Introduction, sections 3 et 4). Dans le 
double mutant topA rnhA, les cellules « filamentent » et possédent un problème de 
ségrégation des chromosomes après la réplication (Usongo et al., 2008). Or, il a été démontré 
que le surenroulement négatif de l’ADN est important pour le processus de division cellulaire 
(Sawitzke et Austin, 2000). Dans le mutant rnhA, la réponse cellulaire à la formation de R-
loops pourrait aussi induire la relaxation du surenroulement négatif au-delà du seuil moyen, 
ce qui réduirait le taux d’initiation de la transcription et diminuerait par conséquent 
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l’expression génique (Introduction, section 4). En réduisant ainsi le taux d’initiation, cela 
diminuerait considérablement le nombre de R-loops susceptibles de se former sinon cela 
pourrait conduire à l’accumulation d’hypersurenroulement négatif (Drolet 2006).  
 
Pourquoi la cellule relaxe-t-elle son surenroulement négatif en réponse à la formation de R-
loop ? L’ADN simple brin possède une sensibilité plus importante que l’ADN double brin aux 
modifications chimiques. L’accumulation de surenroulement négatif qui facilite une plus 
grande séparation des brins d’ADN, peut alors favoriser des mutations dans l’ADN (Aguilera, 
2002). Un R-loop fournit également un ADN simple brin stable, ce qui faciliterait l’apparition 
de mutations dans l’ADN. L’accumulation d’hypersurenroulement par la formation des R-
loops ne fait qu’augmenter la présence d’ADN simple brin. C’est donc dans le but de 
préserver l’intégrité de son ADN que la cellule doit absolument relaxer le surenroulement 
négatif suite à la formation de R-loops. Cette réponse limite alors la formation de R-loops, 
l’accumulation d’hypersurenroulement négatif et les effets négatifs des R-loops. Ceci 
supporte fortement le rôle du surenroulement négatif dans le mécanisme de formation des R-
loops.  
 
La régulation du surenroulement par les différentes topoisomérases de la cellule est une tâche 
essentielle. Elle permet de maintenir le surenroulement de l’ADN autour d’une moyenne qui 
préserve son intégrité et qui est favorable à l’ensemble des activités génomiques. La 
topoisomérase I joue un rôle majeur dans ce processus. En relaxant le surenroulement négatif, 
elle prévient les conséquences négatives de son accumulation. En absence de topoisomérase I, 
cette régulation du surenroulement négatif se manifeste toujours. Il serait intéressant 
d’identifier le(s) facteur(s) secondaire(s) impliqué(s) dans cette régulation. Ceci nous 
permettrait d’avoir une meilleure idée des nombreuses possibilités dont dispose la cellule pour 
réguler le niveau de surenroulement de l’ADN, et de mieux comprendre comment la cellule 
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